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CCB   Common Carp Brain  
cpE   zytopathischer Effekt 
Ct-Wert  Cycle threshold-Wert 
CyHV   Cyprinides Herpesvirus 
DEPC   Diethyldicarbonat  
DNA   Desoxyribonucleic Acid   
ELISA   Enzyme-Linked Immunosorbent Assay 
FischSeuchV Fischseuchenverordnung 
kb   Kilobase(n) 
KHV   Koi-Herpesvirus 
KHVD   Koi-Herpesvirus-Disease 
KF-1   Koi-Fin-1  
PBS   Phosphat-gepufferte Salzlösung 
PCR   Polymerase-Kettenreaktion 
p.i.   post infectionem 
rpm   rounds per minute 
sn-PCR  semi-nested-PCR 
TCID50  tissue culture infectious dose 50 % 
TSK   Sächsische Tierseuchenkasse, Anstalt des öffentlichen Rechts  
TierSeuchAnzV Verordnung über anzeigepflichtige Tierseuchen 
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1 Einleitung 
Das Koi-Herpesvirus (KHV) hat sich in den letzten Jahren weltweit als Ursache 
massiver Verluste in der Karpfenproduktion und Koi-Haltung etabliert. Eine Infektion 
mit dem KHV ist mit einer hohen Morbidität und Mortalität assoziiert. Über KHV-
bedingte Erkrankungen (engl. Koi-Herpesvirus-Disease KHVD) wurde erstmals in 
den späten 1990er Jahren in Israel, Deutschland und den USA berichtet 
(BRETZINGER et al. 1999, HEDRICK et al. 2000; RONEN et al. 2003). Das KHV, 
oder Cyprinides Herpesvirus (CyHV)-3, wurde als Alloherpesvirus klassifiziert und 
gehört in die Ordnung der Herpesvirales. Bedingt durch den zunächst 
unreglementierten Koi-Handel kam es zu einer weltweiten Verbreitung der 
Erkrankung. Zu den aktuellen Hauptproblemen eines effizienten Schutzes vor der 
KHVD gehören das Fehlen einer sicheren Diagnostik der Virusträger und die 
Übertragung des Virus durch symptomlose Carrierfische. Für eine effektive 
Bekämpfung sind Untersuchungen des Krankheitsverlaufes bei Karpfen und bei 
potentiellen Carrierfischen als empfängliche Tiere erforderlich. 
In der vorliegenden Dissertation sollte der Krankheitsverlauf nach einer Infektion von 
Karpfen (als empfängliche Spezies) sowie von Plötzen, Schleien und Karauschen 
(als potentiell empfängliche Spezies) mit dem KHV-I-Isolat klinisch und 
molekularbiologisch analysiert werden. Aus den Ergebnissen sollte ein quantitatives 
Profil der Erregerverteilung in den Organen der Fische im zeitlichen Verlauf erstellt 
werden. Bei der KHVD können unterschiedliche Symptome in verschiedenen 
Ausprägungsgraden beobachtet werden. Eine Feldinfektion wird von zahlreichen 
Faktoren beeinflusst, die den Krankheitsverlauf modulieren. Bisher ungeklärt ist die 
Frage, ob es durch diese Faktoren auch zu Unterschieden bei der Virusverteilung 
und Viruslast kommt. Um diese Frage zu klären, wurden zwei Gruppen von Karpfen, 
die vor der Infektion unter unterschiedlichen Bedingungen gehalten wurden und 
somit eine verschiedene Kondition aufwiesen, untersucht.  
Um weitere Erkenntnisse über das Infektionsgeschehen zu erhalten, wurden Teile 
der durchgeführten Untersuchungen um eine weitere Nachweismethode (in-situ-
Hybridisierung) ergänzt und deren Ergebnisse verglichen und ausgewertet (GAEDE 
et al. 2017).                                                           . 
2 Literaturteil 




2.1.1 Taxonomie des Koi-Herpesvirus  
Der international gebräuchlichste Name des Erregers ist KHV. Namengebend dafür 
waren die Koi, aus denen HEDRICK et al. (2000) die Isolierung eines unbekannten 
Virus gelang. Basierend auf der Morphologie des Erregers erfolgte die Zuordnung 
zunächst in die Familie der Herpesviridae (HEDRICK et al. 2000, WALTZEK et al. 
2005). Aufgrund seiner Pathologie wurde der Erreger auch als „Carp Interstitial 
Nephritis and Gill Necrosis Virus“ (CNGV) bezeichnet (RONEN et al. 2003). 
WALTZEK et al. 2005 gaben dem Erreger aufgrund seiner Ähnlichkeiten zu CyHV-1 
CyHV-2 den systematischen Namen „CyHV-3. 
 
Die Taxonomie der Herpesviren wurde 2009 vom International Committee on 
Taxonomy of Viruses (ICTV) überarbeitet. Danach wird die Ordnung der 
Herpesvirales in drei Familien Alloherpesviridae, Malacoherpesviridae und 
Herpesviridae eingeteilt (DAVISON et al. 2009).  
Derzeit wird das KHV der Familie der Alloherpesviridae zugeordnet, zu der alle 
Herpesviren von Fischen und Amphibien gehören. Untersuchungen ergaben, dass 
bei den Alloherpesviridae zwei verschiedene Stämme unterschieden werden können. 
Ein Stamm umfasst die Viren bei Aalen und Karpfen, wozu auch das KHV gehört. 
Dieser Stamm weist im Vergleich zum zweiten Stamm mit den Herpesviren der 
Katzenwelse, Lachse, Störe und Frösche ein größeres Genom auf (245–
295 Kilobasen (kb) versus 134–235 kb). (MICHEL et al. 2010). Die weitaus größte 
Familie der Ordnung der Herpesvirales, die Herpesviridae, mit den Herpesviren der 
Säuger, Vögel und Reptilien wird in die Subfamilien Alpha-, Beta- und 
Gammaherpesvirinae unterteilt. Die dritte Familie der Ordnung Herpesvirales, die 
Malacoherpesviridae, umfasst die Herpesviren in Muscheln (DAVISON et al. 2009). 
Es gelang bei drei verschiedenen KHV-Isolaten eine vollständige 
Genomsequenzierung (AOKI et al. 2007). Das J-Isolat (aus Japan), das U-Isolat (aus 
den USA) und das I-Isolat (aus Israel) unterscheiden sich nur geringfügig, wobei der 
U- und der I-Stamm deutlichere Ähnlichkeiten aufweisen (AOKI et al. 2007). 
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Untersuchungen legen nahe, dass im Laufe der Evolution ursprünglich zwei 
Entwicklungszweige entstanden (J-Linie (asiatische Linie), U/I-Linie (europäische 
Linie)). Weiterführende Analysen ergaben, dass sich die asiatische Linie in zwei 
Stränge aufgeteilt hat, während insgesamt sieben verschiedene europäische 
Varianten nachgewiesen wurden (KURITA et al. 2009). 2011 erfolgte die Entdeckung 
eines bis dato noch nicht beschriebenen KHV-Isolates in Indonesien. Dieses neue 
Isolat soll Eigenschaften der asiatischen- und der europäischen Linie besitzen und 
wurde daher einer neuen intermediären Linie zugeordnet (SUNARTO et al. 2011).  
 
2.1.2 Morphologie  
Das KHV ist ein komplexes Desoxyribonukleinsäure (DNA)-Virus aus der Familie der 
Alloherpesviridae (DAVISON et al. 2009) und gehört zu den größten bekanntesten 
Herpesviren (WALTZEK et al. 2005, AOKI et al. 2007).  
Die lineare, doppelsträngige Virus-DNA umfasst 295 kb (AOKI et al. 2007, DISHON 
et al. 2005). Das Genom befindet sich in einem ikosaedrischen Nukleokapsid mit 
einem Durchmesser von 100–110 nm. Das Nukleokapsid wird bei reifen Vironen von 
einer Lipiddoppelmembran umhüllt (HUTORAN et al. 2005). Insgesamt beträgt der 
Durchmesser des Virus 180–230 nm (HEDRICK et al. 2000). Zwischen Nukleokapsid 
und Hülle liegt das Tegument. In der äußeren Struktur der Hülle lassen sich eine 
große Anzahl von Glykoproteinspikes nachweisen (MIYAZAKI et al. 2008). 
Morphologisch zeigen CyHV eine große Ähnlichkeit zu den Herpesviren der Säuger 
und Vögel.  
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Das KHV besitzt ein 295 kb großes Genom (AOKI et al. 2007). Aktuell sind 40 
Strukturproteine identifiziert, von denen drei als Kapsid-, 13 als Hüll- und zwei als 
Tegumentproteine dienen. Die restlichen 22 Proteine sind derzeit noch nicht 




Herpesviren zeigen im Allgemeinen eine starke Adaptation an eine bestimmte 
Wirtsspezies (DAVISON 2002). Bei einer KHV-Infektion treten hohe Morbiditäts- und 
Mortalitätsraten nur bei dem gemeinen Karpfen (Cyprinus carpio) auf. Dazu zählen 
Koi-Karpfen (Cyprinus carpio koi) und Nutzkarpfen (Cyprinus carpio carpio) 
(WALSTER 1999). 
Bei Goldfischen, Stören, Schleien, Goldorfen, Grasfische, Hechten oder Zandern 
konnten keine klinischen Symptome oder Mortalitäten beobachtet werden 
(HOFFMANN et al. 2006, BRETZINGER et al. 1999). Bei Untersuchung zur KHV-
Sensitivität wichtiger Vertreter der Familie der Cyprinidae und anderer Arten zeigte 
PERELBERG et al. (2003), dass nur gemeine Karpfen nach Kohabitation mit 
Karpfen, die eine KHV-Infektion überlebt hatten, starben. Andere Mitglieder der 
gleichen Familie, wie Goldfische, Silberkarpfen und Graskarpfen, sowie Tilapien und 




Abbildung 1:  
Elektronenmikroskopische Aufnahme 
eines KHV-Viruspartikels, KHV-I-Isolat 
Das Bild wurde freundlicherweise von 
Herrn Dr. Jochen Reetz (Bundesinstitut 




 5  
 
Bei der Verbreitung der KHV-Infektion haben symptomlose Virusträger, auch Carrier 
genannt, große Bedeutung. Dabei handelt es sich um latent infizierte Fische ohne 
klinische Symptome, die das Virus jedoch unter bestimmten Bedingungen 
ausscheiden und übertragen können. Der Erreger persistiert dabei möglicherweise in 
Darmepithelzellen und Leukozyten (BERGMANN et al. 2009, EIDE et al. 2011). Nach 
MEYER (2007) werden aus Graskarpfen, Schleien und Silberkarpfen nach 
überstandener Infektion latente Virusträger. Andere karpfenartige, aber auch nicht-
karpfenartige Fische können ebenfalls als Carrier fungieren. Beispielsweise konnte 
bei Goldfischen nach Kohabitation mit erkrankten Karpfen KHV-DNA nachgewiesen 
werden (HAENEN und HEDRICK 2006, EL-MATBOULI et al. 2007, SADLER et al. 
2008). Mehr als der Hälfte der Proben von klinisch unauffälligen Goldfischen, die mit 
erkrankten infizierten Karpfen gehalten wurden, enthielten zwei Wochen nach dem 
Versterben der Karpfen KHV-DNA (EL-MATBOULI et al. 2007). BERGMANN (2007) 
wies Virus-DNA nicht nur in Goldfischen, sondern auch in Graskarpfen, Karauschen, 
Welsen, Orfen und Stören nach. MEYER (2007) detektierte den Erreger auch in 
Schleien. Dabei waren drei von 16 Organpools, nach Kohabitation mit einem 
Virusausscheider, KHV-positiv und das Virus konnte wiederum auf naive Karpfen 
übertragen werden. 
Jüngere Untersuchungen belegen, dass Goldfische nicht nur Überträger des KHV 
sind, sondern dass sich das KHV in Goldfischen auch repliziert (EL-MATBOULI 
und SOLIMAN 2010). Damit sind Goldfische als KHV-sensitive Spezies einzustufen, 
bilden aber keine klinischen Symptome aus (BERGMANN et al. 2010a). 
Die Detektion solcher Carrier ist schwierig. Keine der bisher publizierten 
Nachweismethoden oder eine Kombination aus verschiedenen Nachweismethden 
liefert eine verlässliche Aussage bezüglich einer latenten Infektion in potentiellen 
Carrier-Spezies. Eine sichere Diagnostik am lebenden Fisch ist bis dato kaum bzw. 
nicht möglich.  
Das KHV kann Fische fast aller Altersklassen infizieren. Junge Fische sind jedoch 
möglicherweise aufgrund ihres noch nicht vollständig ausgebildeten Immunsystems 
anfälliger für eine Erkrankung. Fische aller Altersstufen können jedoch an der 
Infektion versterben (PERELBERG et al. 2003). Laut POKOROVA et al. (2005) sind 
nur Karpfenlarven von einer Infektion ausgeschlossen.  
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SHAPIRA et al. (2005) versuchten durch Kreuzungen von domestizierten 
Karpfenlinien (mit einer hohen Sensitivität) mit verschiedenen Karpfen-Wildtypen (mit 
einer niedrigeren Sensitivität) die Resistenz gegenüber KHV zu erhöhen. Nur eine 
Kombination zeigte die gewünschte Resistenzsteigerung in Form einer reduzierten 
Mortalität nach einer KHV-Infektion. Bei Karpfen-Goldfisch-Hybriden konnte ebenfalls 
eine verminderte Mortalität beobachtet werden. Allerdings bestand eine reduzierte, 
aber dennoch vorhandene Restempfänglichkeit der Hybriden für KHV (HEDRICK et 
al. 2006). Dagegen fanden BERGMANN et al. (2010c) keine verminderte Mortalität 
bei Kreuzungen von Koi mit Goldfischen und Karauschen. Alle Hybriden entwickelten 
eine KHVD nach einer Infektion mit dem Erreger.  
Bisher ist es nicht gelungen durch die o.g. Kreuzungen die schweren Verluste durch 
die KHVD zu verhindern.  
2.2.2 Erregereintrag 
Eine weltweite Verbreitung der KHV-Infektion mit Krankheitsausbrüchen in Europa, 
Asien und Nordamerika wird seit den ersten beschriebenen Massenverlusten in der 
Karpfenteichwirtschaft und in der Koi-Haltung beobachtet (GILAD et al. 2003). 
Nachweise aus Indonesien (SUNARTO et al. 2011), Kanada (GARVER et al. 2010), 
England (TAYLOR et al. 2010) und Russland (SHCHELKUNOV et al. 2009) belegen 
die globale Verbreitung.  
Der intensive internationale Handel mit Nutz- und Zierfischen ohne effektive 
Gesundheitsüberprüfung gilt als Hauptursache der raschen Verbreitung der Infektion 
(GILAD et al. 2003).  
KHV besitzen eine Lipidhülle und sind gegenüber Umwelteinflüssen vergleichsweise 
labil (KASAI et al. 2005). Im Wasser bleibt das Virus bis zu vier Stunden infektiös 
(PERELBERG et al. 2003).  
Die genauen Übertragungswege des Virus sind bis heute noch nicht eindeutig 
geklärt. PERELBERG et al. (2003) beschreibt eine horizontale Übertragung von 
Karpfen zu Karpfen jeder Altersstufe. Die KHVD tritt typischerweise nach Zusetzen 
von Fischen mit unbekanntem KHV-Status auf, wobei die Einführung eines einzigen 
infizierten Fisches ausreicht. Durch unerkannte Virusträger gelangt das Virus vorerst 
unbemerkt in den Bestand (GILAD et al. 2002). Nach einer spontanen oder 
stressbedingten Virusreaktivierung wird das Virus ausgeschieden und auf naive 
Fische übertragen. Eine Übertragung von Fisch zu Fisch bzw. durch den Kontakt mit 
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Ausscheidungsprodukten ist wahrscheinlich (DISHON et al. 2005). Darüber hinaus 
stellen eine mangelhafte Betriebshygiene, Gerätschaften, Kleidung und Fahrzeuge 
wichtige passive Übertragungswege dar (WALSTER 1999, PERELBERG et al. 
2003). Eine passive Übertragung durch Wildtiere und Vögel, die erkrankte Fische 
erbeutet haben, erscheint ebenso möglich. Blutsaugende Ektoparasiten wie die 
Karpfenlaus (Argulus spec.) könnten ebenfalls an der KHV-Übertragung beteiligt sein 
(MATSUI et al. 2008). MINAMATO et al. (2010) konnten das KHV im Plankton bei 
Rädertierchen nachweisen und KIELPINSKI et al. (2010) in Teichmuscheln 
(Anodonta cygnea). Bisher ungeklärt bleibt die Frage, ob sich KHV in den Muscheln 
lediglich passiv anreichert oder eine Virusreplikation stattfindet.  
2.2.3 Einfluss der Wassertemperatur 
Die Entwicklung einer KHVD hängt nicht nur von der Infektionsdosis, dem 
Virusstamm sowie dem Alter und der Kondition der Tiere, sondern auch von der 
Temperatur ab. WALSTER (1999) beschreibt das bereits in den 1980er Jahren in 
Anglerkreisen beobachtete Phänomen des „Spring mortality of carp syndromes“, (dt. 
Syndrom der Frühjahrssterblichkeit von Karpfen), das Ähnlichkeit mit dem 
temperaturabhängigen Auftreten einer KHVD hat. Der Temperaturbereich, in dem 
klinisch relevante KHVD auftreten, wird als permissiver Temperaturbereich 
bezeichnet. Dieser liegt für die KHVD bei 15–28°C, wobei ein gehäuftes Auftreten bei 
20–23°C zu verzeichnen ist (WALSTER 1999). PERELBERG et al. (2003) berichtet 
von Erkrankungen, die im Frühjahr und im Herbst auftreten, sobald die 
Wassertemperaturen zwischen 22–26°C liegen.  
Die Wassertemperatur beeinflusst sowohl den Ausbruchszeitpunkt als auch den 
Grad der KHVD. GILAD et al. (2003) stellten fest, dass sich eine KHVD am 
schnellsten bei 28°C entwickelt. Eine Mortalität ist aber auch bei 23°C und 18°C zu 
beobachten. Bei Temperaturen unter 13°C tritt trotz des Nachweises von KHV-DNA 
in infizierten Fischen keine Mortalität mehr auf. Eine Temperaturerhöhung auf 23°C 
provoziert bei diesen Fischen den Ausbruch der KHVD. Diese Befunde bestätigen 
die von WALSTER (1999) erhobene Vermutung, dass bei niedrigen und hohen 
Temperaturen das Virus latent im Wirt verbleibt. Eine Virusexposition von Fischen im 
permissiven Temperaturbereich und eine anschließende Temperaturerhöhung auf 
über 30°C führen zu einer verminderten Sterblichkeit der Tiere. Diese Methode wird 
zum Teil von Züchtern und Haltern angewandt, um ihre Tiere vor der verlustreichen 
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KHVD zu schützen. In Israel stellte diese Methode eine Exportbedingung für Koi dar. 
RONEN et al. (2003) untersuchten dieses Infektions-Temperaturregime und konnten 
bei einer anschließenden Re-Exposition der Tiere mit dem KHV eine reduzierte 
Sterblichkeit nachweisen. Die Durchführbarkeit und Effektivität dieser 
„Immunisierungsmethode“ bleibt aber fraglich. 
 
2.3 Pathogenese  
Die Virusaufnahme erfolgt über die Kiemen oder den Darm (HEDRICK et al. 2000, 
PERELBERG et al. 2003 und PIKARSKY et al. 2004). Von den Kiemen ausgehend, 
breitet sich laut PIKARSKY et al. (2004) das Virus in Richtung Nieren aus. Eine 
Verteilung des KHV in die inneren Organe erfolgt vermutlich über den Blutstrom, da 
das Virus in Leukozyten nachgewiesen wurde (BERGMANN 2007, RIECHARDT 
2011). Im Laufe der Infektion kommt es zu einer Generalisierung der Infektion mit 
hohen Virus-DNA-Konzentrationen in Kiemen, Nieren und Milz, aber auch in 
Hautschleim, Leber, Darm und Gehirn. Nach PIKARSKY et al. (2004) und GILAD et 
al. (2004) wird das Virus in den Kiemen repliziert und dann ins Wasser abgegeben.  
Neben den Kiemen ist auch die Haut in die frühe virale Pathogenese involviert, da 
bereits einen Tag post infectionem (p.i.) große Mengen KHV-DNA im Schleim von 
infizierten Fischen nachgewiesen werden konnten (GILAD et al. 2004). Offen bleibt 
die Frage, inwieweit es sich dabei um angeheftetes Virusmaterial nach einer 
experimentellen Infektion oder um das replizierte Virus handelt (ADAMEK et al. 
2013). Die von HEDRICK et al. (2000) beschriebene sandartige Hauttextur von 
infizierten Fischen und die Hypersekretion von Hautschleim stehen nach GILAD et al. 
(2004) möglicherweise in einem direkten Zusammenhang mit einer Virusvermehrung 
in der Haut. Neuere Untersuchungen ergaben, dass die Haut die Haupteintrittspforte 
für KHV ist. Ebenso erleichtern Hautabschürfungen sowie Regionen der 
Wundheilung das Eindringen des Erregers (RAJ et al. 2011). Auch FOURNIER et al. 
(2012) zeigten eine KHV-Aufnahme über die Haut via Infektionsbad und wiesen 
zusätzlich eine Aufnahme über die Rachenschleimhaut nach Fütterung mit 
infektiösem Futtermaterial nach. 
Die Virusvermehrung erfolgt vermutlich in den Kiemen und Nieren, da dort große 
Mengen an Virusmaterial nachgewiesen werden können (PIKARSKY et al. 2004). 
Andere Autoren vermuten, dass der Darm einen zusätzlichen Ort für die 
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Virusreplikation darstellt, da sie im Kot infizierter Fische große Mengen KHV-DNA 
fanden (DISHON et al. 2005). Die Untersuchungen von SYAKURI et al. (2013) 
bestätigen den Darm als Zielgewebe für den Erreger. Sie wiesen eine 
darmabschnittsspezifische Veränderung der Expression der für die selektive 
Permeabilität verantwortlichen Claudin-Gene nach. Eine erhöhte Expression dieser 
Gene könnte die parazelluläre Permeabilität beeinflussen und somit für den gestörten 
Mineralhaushalt der infizierten Fische verantwortlich sein.   
Herpesviren in Säugern verursachen häufig latente Infektionen, indem sie sich in 
Ganglien- und/oder Neuronen zurückziehen (ROLLE und MAYR 2007). Bisher ist 
unklar, ob auch das KHV dazu in der Lage ist (GRAY et al. 2002). EIDE et al. (2011) 
halten Leukozyten, neben anderen Geweben, für die Zielzellen latenter KHV-
Infektionen.  
Ein Beweis für eine Viruslatenz ist eine Virusübertragung von klinisch gesunden 
Fischen auf naive Fische oder die stressinduzierte Virusreaktivierung (GILAD et al. 
2004). BERGMANN und KEMPTER (2011) zeigten, dass eine Virusreaktivierung 
mehrere Monaten p.i. möglich ist, wobei exponierte Fische das Virus auf naive 
Fische übertragen.  
 
2.4 Klinische Symptome und pathologische Veränderungen 
Fische sind poikilotherme Tiere. Daher beeinflusst die Wassertemperatur die 
Zeitspanne bis zum Auftreten erster Krankheitssymptome und den Verlauf einer 
Infektion stark. Die Inkubationszeit der KHVD ist temperaturabhängig. In der Regel 
treten bei einem akuten Verlauf nach sieben bis zehn Tagen die ersten Symptome 
und Todesfälle auf (BERGMANN 2007). In der Studie von WALSTER (1999) lag das 
Temperaturfenster, bei dem es nach wenigen Tagen, spätestens aber nach drei 
Wochen zum Auftreten klinischer Symptome kam, zwischen 15 und 28°C.  
Bei einem perakuten und akuten Verlauf der KHVD beträgt die Morbidität 80–100% 
und die Mortalität 70–80%. Der rasante, teils fatale Krankheitsverlauf kann ganze 
Bestände binnen weniger Tage vernichten (WALSTER 1999).  
Das Krankheitsbild wird nicht nur von der Wassertemperatur, sondern auch von der 
Wasserqualität, dem Alter und der der Kondition der Fische, der Populationsgröße, 
dem Immunstatus der Tiere und nicht zuletzt von der einwirkenden Virusmenge 
bestimmt (WALSTER 1999, ADKISON et al. 2005). Ein zusätzlicher Befall mit 
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bakteriellen und/oder parasitären Sekundärerregern beeinflusst das klinische 
Erscheinungsbild und erhöht die Mortalität (HAENEN et al. 2004). 
Vor dem Auftreten schwerer klinischer Symptome fallen die erkrankten Fische durch 
Lethargie, eine gesteigerte Atmung und schwankende Schwimmbewegungen auf 
(WALSTER 1999). Zu Beginn einer ausgeprägten Infektion zeigen die Fische meist 
Hämorrhagien der Haut und eine vermehrte Schleimbildung an Haut und Kiemen. Im 
weiteren Verlauf verringert sich die Schleimproduktion der Haut („Sandpapierhaut“). 
Eine Kiemenschwellung führt zu unterschiedlich stark ausgeprägten Dyspnoen und 
im weiteren Verlauf zu fokalen, teils massiven Kiemennekrosen (WALSTER 1999, 
BERGMANN 2007). Der Verlust der Osmoregulation durch Kiemen, Darm und 
Nieren wird für die Sterblichkeit während einer akuter Infektionen verantwortlich 
gemacht (GILAD et al. 2004). 
Das Ausmaß der pathologischen Veränderungen der Organe hängt vom 
Infektionsverlauf und Erkrankungsgrad ab. Kiemenschäden manifestieren sich als 
einzelne Nekroseherde oder als umfangreiche Erosionen der Primärlamellen im 
kompletten Kiemenbogen. Die inneren Organe sind makroskopisch meist unauffällig 
(BRETZINGER et al. 1999). WALSTER (1999) beobachtete vereinzelt petechiale 
Blutungen in Leber und Nieren sowie die Ausbildung eines Aszites. Vergrößerte 
Nieren (BRETZINGER et al. 1999) und eine interstitielle Nephritis (PIKARSKY et al. 
2004) stellen neben den Kiemenbefunden die auffälligsten Veränderungen dar. 
Histopathologische Veränderungen treten in vielen Organen in Form von 
Entzündungsreaktionen auf (WALSTER 1999, HEDRICK et al. 2000). In Kiemen, 
Nieren und Leber kommen neben Läsionen und Nekrosen auch eosinophile, 
intranukleäre Einschlusskörperchen vor (BRETZINGER et al. 1999, PERELBERG 
2003). MIYAZAKI et al. (2008) beschrieben weitere Einschlusskörper in Milz-, 
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2.5 Diagnose des KHV 
2.5.1 Direkter Erregernachweis 
Molekularbiologische Methoden 
Für den Routinenachweis im Labor ist eine standardisierte, ausreichend sensitive 
und sichere Diagnostik erforderlich. In der Literatur sind verschiedene auf einer 
Polymerase-Kettenreaktion-(PCR)-basierende Methoden mit unterschiedlichen 
Sensitivitäten beschrieben (siehe Tabelle 1). 
Tabelle 1: Vergleich der diagnostischen Sensitivität des KHV-Nachweises mit verschiedenen 
PCR-Methoden mittels extrahierter Gesamt-DNA aus einem 10-fach verdünnten KHV-I-
Virusstock (modifiziert nach BERGMANN et al. 2010b) 
PCR 





GILAD et al. (2002) 10-3 104–105 
BERCOVIER et al. (2005) 10-6 101–102 
BERGMANN et al. (2006) (nested PCR) 10-7 1–5 
BERGMANN et al. (2010b) (sn-PCR) 10-7 1–5 
GILAD et al. (2004) 10-7 1–5 
 
Zu den sensitivsten PCR-Nachweismethoden zählt die von BERGMANN et al. (2006) 
eingeführte nested-PCR. Eine 2010 entwickelte semi-nested PCR (sn-PCR) von 
BERGMANN et al. (2010b) kann eine vergleichbar geringe Menge von KHV-DNA-
Kopien nachweisen. 
Als Goldstandard zum KHV-Nachweis gilt eine von GILAD et al. (2004) entwickelte 
„quantitative TaqMan real-time PCR“. Sie wird routinemäßig empfohlen und bietet 
eine ausreichende Sensitivität zum Nachweis der Infektion (FRIEDRICH-LOEFFLER-
INSTITUT 2013). Die entwickelten Primer KHV-86f und KHV-163r amplifizieren ein 
78 bp langes Fragment. Mit dieser Methode können Mengen zwischen fünf und zehn 
Kopien nachgewiesen werden. Die quantitative TaqMan real-time PCR ist in 
Kombination mit einem internen Kontrollsystem HOFFMANN et al. (2006) das derzeit 
empfohlene Werkzeug in der KHV-Diagnostik (BERGMANN et al. 2010b).  
Eine PCR eignet sich aber nur bedingt zur Überwachung und zum Nachweis der 
Erregerfreiheit. Der KHV-Nachweis in der latenten Phase der Infektion ist schwierig, 
da sich das Virus der Immunreaktion des Fisches entzieht. In diesem Stadium ist die 
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Erregermenge möglicherweise zu gering (GILAD et al. 2002), um mit den derzeit 
bekannten PCR-Protokollen detektiert zu werden. Eine routinemäßige 
Infektionsüberprüfung bei Carrier-Fischen ist jedoch für die Eindämmung und 
Bekämpfung des KHV unverzichtbar (GILAD et al. 2004). Das Risiko falsch negativer 
PCR-Ergebnisse kann nur durch eine Kombination von sensiblen Methoden 
einschränkt werden. Eine Kombination mit serologischen Untersuchungsmethoden 
scheint sinnvoll. 
Zellkulturverfahren 
Die Entwicklung spezieller Zelllinien ermöglicht eine KHV-Anzucht. NEUKIRCH et al. 
(1999) konnten das Virus aus einem an Kiemennekrose leidenden Koi anzüchten. 
Die neuronale Zelllinie „Common Carp Brain“ (CCB) aus Karpfen zeigt hierbei einen 
„zytopathischen Effekt“ (cpE) mit einer Ausbildung von Riesenzellen bereits am 
fünften Tag nach der Applikation des Bioptats. HEDRICK et al. (2000) gelang eine 
Virusisolierung in einer Koi-Fin-(KF-1)-Zelllinie.  
Die CCB- und die KF-1-Zelllinien sind für eine Anzucht des Virus im Labor geeignet. 
Für eine Virusdiagnostik ist eine Zellkultur jedoch ungeeignet, da eine Isolierung des 
Erregers aus Organen von erkrankten Fischen nur selten gelingt.  
Elektronenmikroskopie 
Herpesvirus-ähnliche Partikel konnten 1999 erstmals in Kernen und im Zytoplasma 
von Kiemenepithel nachgewiesen werden (BRETZINGER et al. 1999). Das KHV 
wurde darüber hinaus in Nieren, Milz, Leber, Darm, Herz, Leukozyten und Gehirn 
detektiert (BRETZINGER et al. 1999, HEDRICK et al. 2000, PIKARSKY et al. 2004, 
HUTORAN et al. 2005, MIYAZAKI et al. 2008). Pathognomonisches Merkmal der 
infizierten Zellen ist die Ausbildung von intranukleären Einschlusskörperchen 
(MIYAZAKI et al. 2008). Der limitierende Faktor einer auf Elektronenmikroskopie 
basierenden Diagnostik ist die für einen Nachweis benötigte hohe Viruslast, der gute 
Zustand des Gewebes und der große technische Aufwand.  
Weitere direkte Nachweisverfahren 
Die in-situ-Hybridisierung ist ein molekularbiologisches Verfahren zum Nachweis von 
Nukleinsäuren in Gewebeschnitten. Sie eignet sich nicht zur Routinediagnostik, ist 
aber ein wichtiges Instrument zum KHV-Nachweis in verschiedenen Organen. 
2 Literaturteil 
 13  
 
2.5.2 Indirekter Nachweis von KHV 
Enzyme-Linked Immunosorbent Assay (ELISA) 
Der ELISA ist ein immunologisches Nachweisverfahren, mit dem KHV-Antikörper 
detektiert werden können. Sensitive ELISA-Verfahren zum KHV-Nachweis wurden 
von ADKISON et al. (2005) und ST-HILAIRE et al. (2009) entwickelt. Der von 
DISHON et al. (2005) entworfene ELISA steht als kommerzielles Test-Kit zur 
Verfügung.  
KHV-spezifische Antikörper können bis zu einem Jahr p.i. in Seren von Karpfen 
nachgewiesen werden (ADKISON et al. 2005). Die Antikörper-Kinetik ist aktuell 
jedoch nur unzureichend geklärt (ADKISON et al. 2005, PERELBERG et al. 2008). 
Die Antikörper-Generierung ist stark temperaturabhängig. Weiterhin schützt ein 
nachweisbarer Antikörper-Titer nicht vor einer erneuten Erkrankung (ST-HILAIRE et 
al. 2009). Dennoch hat sich der ELISA als wichtiges Werkzeug für das Monitoring auf 
Bestandsebene bewährt.  
Weitere indirekte Nachweisverfahren 
Der sogenannte Serumneutralisationstest weist KHV neutralisierende Antikörper in 
Fischseren nach. Die zu testenden Seren werden in verschiedenen Verdünnungen 
mit einer definierten KHV-Menge inkubiert. Enthalten die Seren neutralisierende 
Antikörper, kommt es nach einer Inkubation von Zellen mit dem Virus-Serum-
Gemisch zu einem eingeschränkten cpE.  
 
2.6 Krankheitsmanagement 
2.6.1 Therapie und Impfung  
Laut dem Tiergesundheitsjahresbericht des Friedrich-Loeffler-Institutes (FRIEDRICH-
LOEFFLER-INSTITUT 2015) wurden in Deutschland vier KHV-Infektionsausbrüche 
bei Nutzkarpfen und 63 bei Koi-Karpfen im Tierseuchen-Nachrichtensystem (TSN) 
registriert. Von den vier Ausbrüchen in Nutzkarpfenteichen stammten alleine drei aus 
Sachsen. Deutschlandweit steht Sachsen damit bei KHV-Ausbrüchen bei 
Nutzkarpfen an der Spitze der Statistik. Wirkungsvolle Therapiemaßnahmen stehen 
bei der Bekämpfung einer KHVD nicht zu Verfügung.  
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Das Ziel einer Therapie ist daher die Mortalität durch Verbesserung von 
Haltungsbedingungen zu senken. WALSTER (1999) empfiehlt das Einhalten einer 
strikten Hygiene, kontinuierliche Wasserwechsel und ein rasches Absammeln toter 
Fische. Zur Eindämmung von Sekundärinfektionen kann dem Wasser Salz zugefügt 
werden. 
Eine Haltung von infizierten Fischen bei hohen Wassertemperaturen zur Erzeugung 
„natürlich immuner Fische“ (WALSTER 2000, RONEN et al. 2003) ist nicht zu 
empfehlen. Auf der einen Seite kann die Mortalität zwar gesenkt werden (WALSTER 
1999, GILAD et al. 2003), auf der anderen Seite werden jedoch latent infizierte 
Carrier erzeugt, die zur Verbreitung der Infektion beitragen (BERGMANN 2007, ST-
HILAIRE et al. 2005).  
In Deutschland ist derzeit keine Vakzine gegen das KHV zugelassen. Der Einsatz 
von mit ultraviolettem Licht-(UV)-Licht bestrahlten und somit attenuierten 
Lebendvakzinen birgt die Gefahr einer Virulenzsteigerung durch Rückmutation sowie 
die unzureichende Bildung von neutralisierenden Antikörpern (RONEN et al. 2003, 
PERELBERG et al. 2005). ADKISON et al. (2005) zeigten, dass die Behandlung mit 
KHV-Antikörpern eine KHVD mildern kann.  
Grundsätzlich sollte bei Impfungen eine Unterscheidung zwischen Impf- und 
Feldviren sichergestellt werden. Aktuell können weder eine Reinfektion mit Feldviren 
noch die Ausscheidung von Impfviren bei einer Immunisierung mit attenuierten KHV 
sicher ausgeschlossen werden. Eine mögliche Lösung ist die Entwicklung von 
Vakzinen auf der Basis inaktivierter Viren (BERGMANN 2007).  
Laut MEYER (2007) reicht der Immunschutz nach Infektion mit inaktivierten Viren 
nicht aus, um die Tiere vor einer erneuten Infektion zu schützen. Ein weiteres 
Grundproblem sind die latenten Infektionen (BERGMANN 2007).  
Fraglich bleibt daher, ob Vakzinen überhaupt geeignet sind, die Krankheit aus den 
Tierbeständen zu eliminieren. Möglicherweise ließen sich aber über eine 
Vakzinierung die Mortalität und damit die wirtschaftlichen Verluste reduzieren. 
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2.6.2 Rechtliche Grundlagen 
Die KHVD wurde 2006 in den Aquatic Animal Health Code aufgenommen. In dessen 
Rahmen legt die Weltorganisation für Tiergesundheit (OIE; Office International des 
Epizooties) internationale, seuchenpolizeiliche Standards für KHV fest. Die in der OIE 
organisierten Länder melden nachgewiesene KHVD. Die gesammelten Daten stehen 
allen Veterinärbehörden zur Verfügung und ermöglichen eine 
Krankheitsüberwachung innerhalb der Mitgliedsländer. 
In Deutschland ist die Erkrankung seit Ende 2005 in § 1 der Verordnung über 
anzeigepflichtige Tierseuchen (TierSeuchAnzV 2011) als anzeigepflichtige 
Tierseuche gelistet. Durch die Fischseuchenverordnung (FischSeuchV 2008) wird die 
Aquakultur-Richtlinie 2006/88/EG vom 24.10.2006 in nationales Recht umgesetzt. 
Auf Grundlage dieser Verordnung besteht eine Registrierungspflicht aller 
Fischhaltungsbetriebe und in Folge dessen die Beurteilung der Seuchengefahr und 
die Erteilung von Genehmigungen zum Halten von Fischen. Betriebe werden in die 
Kategorien I „seuchenfrei“ bis Kategorie V eingeordnet und anhand dessen eine 
Kontrollhäufigkeit festgelegt. Fische dürfen gemäß Verordnung nur in Betriebe 
gleicher oder untergeordneter Kategorie verbracht werden. Weiterhin gelten 
Handelsbeschränkungen. So dürfen exemplarisch Betriebe der Kategorie V lediglich 
Fische der Kategorie I zukaufen. Bei einem Verdacht auf einen KHV-Ausbruch ist der 
Halter verpflichtet dies beim zuständigen Amtstierarzt anzuzeigen (§7 FischSeuchV 
2008). Bestätigen virologische oder molekularbiologische Untersuchungen den 
Ausbruch, wird ein Sperr- und Untersuchungsgebiet festgelegt (§27 FischSeuchV 
2008). Alle verendeten Tiere sind entsprechend der Verordnung unschädlich zu 
entsorgen. Nach einer Betriebsdesinfektion und nach Untersuchungen mit negativem 
Befund können die Schutzmaßregeln im Sperr- und Überwachungsgebiet 
aufgehoben werden und ein Neubesatz erfolgen (§28 FischSeuchV 2008). Vom 
Fischgesundheitsdienst Sachsen werden eine sechswöchige Trockenlegung des 
Teiches und das Ausbringen von Branntkalk empfohlen (TSK 2010).
3 Material und Methoden 
 16  
 
3 Material und Methoden  
3.1. Virus 
3.1.1 Herkunft 
Für die Infektion wurde ein KHV-Israel-Isolat (KHV-I-Isolat; laufende Nummer 
KHV346/3HP 951) des Friedrich-Loeffler-Instituts, Bundesinstitut für Tiergesundheit, 
Insel Riems verwendet. Das Virus wurde in CCB-Zellen kultiviert und mit einem Titer 
von 104,625 TCID50/ml (tissue culture infectious dose 50%) an das Institut für 
Tierhygiene und Öffentliches Veterinärwesen übergegeben. Die Lagerung erfolgte 
bis zur Verwendung bei -80°C. 
3.1.2 Zellkultur zur Virusvermehrung 
Die Virusvermehrung erfolgte in Einzelschichtkulturen einer permanenten Zelllinie. 
Aufgrund der guten Empfänglichkeit für das KHV wurden die von NEUKIRCH et al. 
(1999) etablierten CCB-Zellen verwendet. Die CCB-Zellen wurden vom Friedrich-
Loeffler-Institut, Bundesinstitut für Tiergesundheit, Insel Riems in der 65. Passage 
bezogen. Die Zellen wurden in Minimum Essential Medium Eagle (Sigma-Aldrich, 
Steinheim), supplementiert mit 10% fötalem Kälberserum (Biochrom, Berlin), 
200.000 U/l Penicillin und 200 mg/l Streptomycin (Biochrom, Berlin) bei 23°C in 
einem Brutschrank (Thermo Scientific, Schwerte) kultiviert. Für die Zellvermehrung 
wurden 150 cm2 große Zellkulturflaschen (TPP AG, Schweiz) verwendet. Die Zellen 
wurden bei einem konfluenten Monolayer (etwa nach sieben Tagen) passagiert. 
Dazu wurde der Zellrasen mit 20 ml Phosphat-gepufferter Salzlösung (PBS) zweimal 
gewaschen und anschließend mit 2 ml einer 0,05%/0,02%igen Trypsin-
/Ethylendiamintetraacetat-(EDTA)-Lösung (Biochrom AG, Berlin) dünn überschichtet 
und mehrmals sanft geschwenkt. Die Ablösung der Zellen durch das Trypsin wurde 
mittels Mikroskop (Leica Microsystems Wetzlar GmbH) kontrolliert. Durch leichtes 
Beklopfen der Zellkulturflasche lösten sich die Zellen vom Flaschenboden. Das 
Trypsin wurde anschließend durch die Zugabe von Zellkulturmedium neutralisiert. 
Die Zellsuspension wurde mit Hilfe einer 10 ml Einmalpipette (TPP AG, Schweiz) und 
einem Pipetboy (accu-jet pro, Brand, Wertheim) mehrmals durchmischt, bis die 
Zellen vereinzelt oder paarweise vorlagen. Die CCB-Zellen wurden dann auf zwei 
150 cm2 große Zellkulturflaschen mit 50 ml Zellkulturmedium aufgeteilt.  
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3.1.3 Virusvermehrung 
Zur Virusvermehrung wurden konfluente, 24 h alte CCB-Zellkulturen verwendet. Das 
Zellkulturmedium wurde vorsichtig dekantiert und der Zellrasen mit 5 ml einer bei 
Raumtemperatur aufgetauten Virussuspension überschichtet. Die 150 cm2 großen 
Zellkulturflaschen wurden 2 h bei Raumtemperatur inkubiert und in 20-minütigen 
Abständen vorsichtig geschwenkt. Anschließend wurden die Zellkulturflaschen bis 
50 ml mit Zellkulturmedium aufgefüllt und bei Raumtemperatur weiter inkubiert. In 
den folgenden Tagen wurden die Veränderungen der Zellen mikroskopisch 
beobachtet. Beim Auftreten eines cpEs bei mindestens 90% der Zellen oder 
spätestens am zehnten Tag p.i. wurden die Zellkulturflaschen bei -80°C eingefroren. 
Zur Aliquotierung wurden die Zellkulturflaschen bei Raumtemperatur aufgetaut und 
gepoolt. Die Virussuspension wurde entweder direkt genutzt oder für eine weitere 
Verwendung bei -80°C gelagert. Sie diente als Ausgangsmaterial für die Infektion der 
Versuchstiere und als Positivkontrolle für die PCR-Analyse. 
3.1.4 Virustitration 
Zur Bestimmung der Infektiosität wurde ein Aliquot des zu testenden Viruspools bei 
Raumtemperatur aufgetaut und in einer mit PBS beschickten 96-Well-Mikrotiterplatte 
(TPP AG, Schweiz) in Zehnerschritten verdünnt. Dazu wurden 225 µl PBS pro Well 
vorgelegt und 25 µl der Virussuspension in die Wells der ersten Spalte der Platte 
gegeben. Mit Hilfe einer Mehrkanalpipette (Biohit, Helsinki) wurden die Ansätze 
dieser Spalte durchmischt und anschließend 25 µl in die Vertiefungen der zweiten 
Spalte übertragen. Die Pipettenspitzen wurden für jede Verdünnungsstufe 
gewechselt. Die Virusverdünnung erfolgte bis zu einer Stufe von 10-6. Anschließend 
wurden 100 µl je Virusverdünnungsstufe in eine mit 100 µl CCB-Zellsuspension pro 
Well befüllte 96-Well-Mikrotiterplatte übertragen. Als Negativkontrollen dienten 
Ansätze mit PBS überschichteten Zellen. Die Mikrotiterplatte wurde bei 
Raumtemperatur inkubiert und täglich auf zellmorphologische Veränderungen 
kontrolliert. Dabei wurde besonders auf Riesenzellbildung, intrazelluläre Vakuolen, 





3 Material und Methoden 
 18  
 
Die Berechnung der TCID50/ml erfolgte nach dem Spearman-Karber-Verfahren 
(KARBER 1931, SPEARMAN 1908) über folgende Formel: 






+ ∑ 𝑥𝑖 
𝑥𝑜 positiver Exponent der höchsten Verdünnung, bei der alle Testobjekte positiv 
sind 
𝑑 log10 des Verdünnungsfaktors 
𝑛 Anzahl der pro Verdünnung eingesetzten Testobjekte 
∑ 𝑥𝑖 Summe aller auf die Infektion positiv reagierenden Testobjekte ab und    
        einschließlich der bei 𝑥𝑜 
3.2 Fische 
3.2.1 Herkunft der Versuchsfische 
Für die Versuche wurden gemeine Karpfen in die Versuchsgruppen 1 (Karpfen I) und 
2 (Karpfen II) eingeteilt. Die Karpfen I und II (Cyprinus carpio carpio) und Schleien 
(Tinca tinca) stammten aus den Teichen der Fischzucht Beucha (Fischereiweg 1, 
04651 Bad Lausick). Bei den jährlichen Untersuchungen des 
Fischgesundheitsdiensts konnte in der Fischzucht Beucha zu keiner Zeit eine KHV-
Infektion nachgewiesen werden. Die verwendeten Plötzen (Rutilus rutilus) stammten 
aus der Teichwirtschaft Koselitz (Dorfstr. 48, 01609 Röderaue). Auch bei diesem 
Betrieb ergaben die amtlichen Untersuchungen bis zum Entnahmezeitpunkt eine 
KHV-Freiheit. Die Karauschen (Carassius carassius) wurden aus einer Privathaltung 
in Auerbach (Auerbach 08290, Vogtlandkreis) bezogen. Dem Besitzer waren 
keinerlei Fischverluste oder andere auf KHV hinweisende Symptome bekannt. Die 
verwendeten Fische waren alle zwei bis drei Jahren alt, unterschieden sich aber 
artspezifisch in Größe und Gewicht (siehe Tabelle 2). 
 
Tabelle 2: Größen- und Gewichtverteilung der verschiedenen Versuchsfische 
Fische 
 
 Ø Größe in cm 
 


































3 Material und Methoden 
 19  
 
3.2.2 Haltung der Fische vor der Infektion 
Die Karpfen der Versuchsgruppe 1 (Karpfen I) wurden zur Akklimatisierung an die 
Haltungsbedingungen bis zum Versuchsbeginn 18 Monate in 350 l fassenden 
Glasbecken gehalten. Alle weiteren Fische wurden sechs Wochen vor den jeweiligen 
Versuchen aus Naturteichen entnommen und zur Adaption an die Aquarienhaltung in 
350 l fassende Glasbecken transferiert. Während dieser Zeit wurde der 
Gesundheitsstatus der Fische überwacht. Alle Versuchstiere erhielten pelletiertes, 
handelsübliches Fischfutter (Koi Sticks) und wurden schrittweise an eine 
Wassertemperatur von 18–20°C gewöhnt. Jedes Becken wurde mit Frischwasser 
befüllt und mit einem Filter (Fluval405, Fluval, Holm) mit einer Umwälzleistung von 
850 l pro Stunde versehen. Die Wasserparameter wie Nitrat, Nitrit, Ammoniak und 
Sauerstoffgehalt (Tetra, Atlanta, USA) wurden wöchentlich überprüft. Je nach Bedarf 
wurde ein Teilwasserwechsel durchgeführt. 
3.3 Infektionsversuch 
3.3.1 Versuchsaufbau 
Genehmigt wurde der Tierversuch von der  Landesdirektion Leipzig (Braustraße 2, 
04107 Leipzig) am 20.1.2010 und ist unter folgender Nummer: TVV 27/09 
regiestriert.  
Vor der Infektion mit KHV wurden jeweils drei Fische zufällig ausgewählt und mittels 
real-time TaqMan-PCR (GILAD et al. 2004) auf eine KHV-Infektion getestet. Diese 
Kontrolle erfolgte bei allen Fischspezies zwei bis drei Tage nach der Entnahme aus 
den Teichen. Zu diesem Zeitpunkt ist eine mögliche Reaktivierung einer latent 
vorhandenen Infektion durch den Umsetzungs- und Transportstress am ehesten 
nachweisbar (BERGMANN und KEMPTER 2011). Die Karpfen I wurden zusätzlich 
eine Woche vor der Infektion auf eine KHV-Infektion hin untersucht. Die Dauer des 
Infektionsversuches betrug 13 Wochen. Die verschiedenen Versuchsgruppen 
(Karpfen I und -II, Plötzen, Schleien und Karauschen) wurden separat nacheinander 
infiziert. Im Anschluss an die Infektion wurden in den ersten sieben Tagen täglich drei 
Fische entnommen und mit Ethyl-3-aminobenzoat-methanesulfonat (MS 222; Sigma-
Aldrich, Steinheim) in einem Wasserbad euthanasiert (1 g/l, 15 min). Weitere 
Entnahmen von jeweils drei zufällig gewählten Tieren erfolgten an Tag 11, 18, 25 
und 81. An Tag 88 und 89 p.i. wurde ein Stressversuch durchgeführt. Dazu wurden 
die verbliebenen Tiere fünf Mal mit einem Kescher für 1–2 min aus dem Wasser 
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gehoben. Dazwischen wurden die Tiere jeweils 30 sec ins Becken zurückgesetzt. Um 
den Transportstress zu imitieren, wurden die Versuchstiere anschließend für eine 
Stunde in 10 l Leitungswasser gehältert. Danach wurden die Fische erneut wie oben 
beschrieben in dem Kescher aus dem Wasser gehoben. An Tag 89 wurde der Zyklus 
des simulierten Abfischens, Transports und des erneuten Abfischens zweimal 
wiederholt. Am folgenden Tag wurden die Tiere entnommen, euthanasiert und 
seziert.  
Parallel zu jeder Versuchsgruppe wurde eine Kontrollgruppe, bestehend aus sechs 
Tieren, in einem separaten Raum unter gleichen Bedingungen gehalten. Aus der 
Kontrollgruppe wurden an Tag 7 und 90 p.i. drei Kontrolltiere entnommen und 
untersucht.  
Im Anschluss an die Tötung der Fische wurde die Schwanzflossenvene punktiert um 
so einen maximalen Blutentzug sicherzustellen. Das so gewonnene Blut steht für 
weitere, hier nicht aufgeführte Untersuchungen zur Verfügung. 
3.3.2 Infektion 
Die Versuchstiere wurden vor der Infektion auf andere Erkrankungen (z.B. 
parasitären Befall) untersucht und überwacht. Die KHV-Infektion der Fische erfolgte 
über ein Infektionsbad bei einer Wassertemperatur von 23°C. Die Infektionsdosis 
betrug 100 TCID50 pro ml Wasser. Die Infektionsdauer betrug zwei Stunden, wobei 
keine Wasserzirkulation durch einen Filter stattfand. Während dieser Zeit wurde 
mittels Sprudelstein und Luftpumpe (Tetratec APS 300 Aquarienluftpumpe, Tetra, 
Atlanta, USA) Umgebungsluft ins Becken eingeleitet. Um vergleichbare Versuchs- 
und Stressbedingungen zu schaffen, wurden die Fische der Kontrollgruppe parallel 
dazu unter gleichen Bedingungen in mit Zellkulturmedium (Sigma-Aldrich, Steinheim) 
versetztes Frischwasser ohne Wasserzirkulation gebadet. 
3.3.3 Haltung der Fische während der Infektion 
Im Anschluss an das Infektionsbad wurden die Fische in ein 300 l Glasbecken 
überführt. Die Luftzufuhr erfolgte über einen Sprudelstein und Luftpumpe. Jedes 
Becken wurde mit einem Filter (Fluval 405, Fluval, Holm) ausgestattet. Die 
Wassertemperatur wurde mit einem Aquarienheizer (Fluval E Heizer, Fluval, Holm) 
konstant auf 23°C eingestellt. Die Tiere wurden täglich gefüttert. Zusätzlich wurde ihr 
Gesundheitszustand kontrolliert und dokumentiert. Im Wochenabstand wurden 
wichtige Wasserparameter wie Nitrat, Nitrit, Ammoniak und Sauerstoff (Tetra, 
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Atlanta, USA) kontrolliert. Je nach Schadstoffbelastung erfolgte ein 
Teilwasserwechsel. 
3.3.4 Klinischen Untersuchung während des Versuches 
Die klinische Untersuchung sämtlicher Fische wurde über den gesamten 
Versuchszeitraum, immer am Vormittag eines jeden Tages, vom Autor der 
Dissertation oder im Ausnahmefall von einer eingewiesenen Person durchgeführt. 
Zum Zeitpunkt der Untersuchung waren die Fische an den Lichteinfluss, gesteuert 
durch eine Zeitschaltuhr, gewöhnt und nüchtern. 
Kriterien bei der adspektorischen Untersuchung war die Beurteilung des Verhaltens, 
hier insbesondere das Schwimmverhalten (gesteigerte oder reduzierte 
Schwimmbewegungen). Abnormes Schwimmverhalten, eine erhöhte 
Kiemendeckelbewegung oder ein Aufenthalt an der Sauerstoffzufuhr des Beckens 
(Dyspnoe) wurde ggf. dokumentiert. Um dies so ungestört wie möglich durchzuführen  
setzte sich der Untersuchende eine gewisse Zeit (mind. 15-20 min) still in den 
Versuchsraum und beschränkte sich lediglich auf die Beobachtung der Fische. Als 
weiteres Kriterium wurde der Hautzustand beurteilt. Hautverfärbungen 
(Effloreszensen) sowie sichtbare Hautblutungen oder –nekrosen wurden in 
Lokalisation und Ausmaß am jeweiligen Fisch begutachtet und das Ausmaß auf die 
Versuchsgruppe eingeschätzt. Dabei hat es sich bewährt die Fische mit einem 
gewissen Abstand zu betrachten um nicht den Überblick zu verlieren. Zu der 
Beurteilung der Haut gehörte ebenso die Betrachtung der Brust- und 
Schwanzflossen. Veränderungen, beispielsweise Flossenabrasionen, wurden 
ebenso in Grad und Ausmaß dokumentiert. Eine adspektorische Beurteilung der 
Kiemen lässt sich am schwimmenden Fisch nur schwer durchführen. Um eine 
Kiemenuntersuchung durchzuführt wurden am Ende des jeweiligen 
Beobachtungszeitraumes Fische mit dem Kescher entnommen, die Kiemendeckel 
aufgeklappt und auf eventuelle Schwellungen oder Nekrosen geachtet. Im Zuge 
dieser Untersuchung wurde die Hautoberfläche betastet und der Schleimgehalt 
beurteilt. Jede diesbezügliche oder jede weitere Veränderung wurde dokumentiert. 
Am Ende der Untersuchungen wurde den Fischen Futter angeboten und dessen 
Aufnahme beurteilt. 
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3.4 Organproben 
3.3.1 Entnahme und Lagerung 
Bei der Sektion der Fische wurden die Organe bzw. -proben (Leber, Milz, Darm, 
Niere, Kieme und Gehirn) mit sterilem Besteck entnommen. Der gesamte Fisch 
wurde auf pathologische Veränderungen untersucht. Alle detektierten Anomalien 
wurden dokumentiert. Nach jeder Organentnahme wurde das Besteck gewechselt. 
Die entnommenen Proben wurden für mindestens 24 h in 1,5 ml Reaktionsgefäßen 
(Sarstedt, Nümbrecht) bei -80°C gelagert. 
3.3.2 DNA-Extraktion und Bestimmung 
Zur KHV-DNA-Extration aus den verschiedenen Fischorganen wurde das QIAamp 
DNA Mini Kit (Qiagen, Hilden) verwendet. Die DNA-Extraktion erfolgte anhand des 
Herstellerprotokolls zur DNA-Gewinnung aus Gewebe. Dazu wurden die 
Organproben mittels Feinwaage (Sartorius R160P, Göttingen) eingewogen und in 
einem 1,5 ml Reaktionsgefäß (Sarstedt, Nümbrecht) unter Hilfe eines Einwegpistills 
(VWR International GmbH, Darmstadt) bis zu einer homogenen Masse zerkleinert. 
Von allen Organen wurden 25 mg Material verwendet, mit Ausnahme der Milz, von 
der entsprechend den Herstellerangaben nur 10 mg benutzt wurden. Zu jeder Probe 
wurden 80 µl PBS, 100 µl ATL-Puffer (Qiagen, Hilden) und 25 µl Proteinase K 
(Qiagen, Hilden) zugegeben. Die Organe wurden über Nacht bei 56°C in einem 
Thermomixer (Thermomixer comfort, Eppendorf, Hamburg) bis zur kompletten Lyse 
inkubiert. Am darauffolgenden Tag wurde 200 µl Al-Puffer (Qiagen, Hilden) zu den 
Proben gegeben, anschließend mittels eines Vortexers (VWR International GmbH, 
Darmstadt) gemischt und bei 70°C für 10 min in einen Thermomixer (Thermomixer 
comfort, Eppendorf, Hamburg) inkubiert. Nach Ablauf der Zeit wurden die Proben mit 
einer Mikrozentrifuge (WEALTEC, USA) zentrifugiert und mit 200 µl 98%igem 
Ethanol (AppliChem GmbH, Darmstadt) gemischt. Das Gemisch wurde vollständig 
auf die Trennsäulen (Qiagen, Hilden) mit den dazugehörigen Sammelbehältern 
pipettiert. Die Proben wurden bei 8000 rpm für 1 min zentrifugiert (Thermo Scientific, 
Schwerte). Danach wurden die Säulen in einen neuen Sammelbehälter platziert. 
Nach der Zugabe von 500 µl AW1-Puffer (Qiagen, Hilden) wurden die Säulen erneut 
bei 8000 rpm für 1 min zentrifugiert. Nach dem Transfer in einen neuen 
Sammelbehälter und der Zugabe von 500 µl AW2-Puffer (Qiagen, Hilden) wurden die 
Säulen bei 13000 rpm für 4 min zentrifugiert. Nach der erneuten Überführung in 
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einen frischen Sammelbehälter wurden die Säulen mit 50 µl AE-Puffer (Qiagen, 
Hilden) überschichtet und 5 min bei Raumtemperatur inkubiert. Nach einer 
Zentrifugation bei 8000 rpm für 1 min wurde das Eluat in einem 1,5 ml 
Reaktionsgefäß bei -20°C gelagert.  
 
Im Anschluss an die DNA-Extraktion wurde die DNA-Konzentration spektroskopisch 
ermittelt. Dazu wurde die optische Dichte mittels eines Spektrophotometers, 
NanoDrop2000c (Thermo Scientific, Schwerte) bestimmt. Die Bestimmung der DNA-
Menge basiert auf dem Lambert-Beerschen Gesetz. Zur Festlegung des Leerwertes 
fand zunächst eine Messung mit AE-Puffer statt. Das Probenvolumen betrug 1 µl. 
DNA weist ein Absorptionsmaximum bei 260 nm auf. Das Verhältnis der Absorption 
bei 260 nm und 280 nm wird genutzt, um die „Reinheit“ einer DNA-Probe zu 
bestimmen. Dabei gilt ein Ergebnis von 1,8 als „reine“ DNA. Zur weiteren Beurteilung 
der Probenqualität wurde der Quotient der Absorption bei 260 nm und 230 nm 
genutzt. Die Messwerte sollten hierbei zwischen 1,8 und 2,2 liegen. Lagen die 
Messwerte einer Probe nicht in diesem Referenzbereich, wurde die DNA-Extraktion 
mit neuem Organmaterial wiederholt. Alle Proben wurden gemessen und 
anschließend mit Diethyldicarbonat-Wasser (DEPC-Wasser, AppliChem, Darmstadt, 
Herstellung siehe Anhang, Tabelle 13) auf 100 ng DNA pro µl eingestellt. Von den 
standardisierten Proben wurden jeweils 5 µl (entspricht 500 ng DNA) im 
Doppelansatz in die PCR eingesetzt. 
Für die Positivkontrolle der PCR wurde der Zellkulturüberstand von mit KHV 
infizierten CCB-Zellen verwendet. Die DNA-Extraktion erfolgte ebenfalls mit dem 
QIAamp DNA Mini Kit (Qiagen, Hilden). Zu 200 µl Zellkulturüberstand wurden 20 µl 
Proteinase K und 200 µl Al-Puffer gegeben und für 10 min bei 56°C in einem 
Thermomixer inkubiert. Danach wurden 200 µl 98%-Ethanol zugefügt und das 
gesamte Gemisch auf eine Säule mit Sammelbehälter übertragen. Der Ansatz wurde 
anschließend bei 8000 rpm für 1 min zentrifugiert und das Eluat verworfen. Nach 
Zugabe von 500 µl AW1-Puffer wurde die Säule bei 8000 rpm für 1 min zentrifugiert 
und das Eluat erneut verworfen. Danach wurden 500 µl AW2-Puffer auf die Säule 
gegeben und die Ansätze für 3 min bei 14000 rpm zentrifugiert. Abschließend 
wurden 200 µl AE-Puffer auf die Säule pipettiert. Nach einer Inkubation von 1 min bei 
Raumtemperatur wurden die Säulen 1 min bei 8000 rpm zentrifugiert und das DNA-
haltige Eluat aufgefangen. 
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3.4 Quantitative real-time TaqMan-PCR 
3.4.1 Klonierung 
Mittels gentechnologischer Methoden kann ein Genabschnitt (Insert) gezielt in ein 
Plasmid eingefügt werden. Das integrierte Genmaterial kann dann zusammen mit 
dem Plasmid in Wirtszellen, z.B. Escherichia coli, eingeschleust werden 
(Transformation). Die Wirtszellen vermehren das Plasmid inklusive des eingefügten 
Zielabschnittes. Nach Extraktion der Plasmid-DNA kann die Sequenz als 
Standardkurve für eine quantitative PCR verwendet werden.  
In der vorliegenden Arbeit wurde ein 484 kb langes DNA-Fragment des offenen 
Leserasters 89–90 des KHV-Genoms verwendet (GILAD et al. 2002). Dieses 
Fragment wurde mit Hilfe einer konventionellen PCR GoTaq (PCR Core System I 
(Promega, USA, Komponenten und Mengenangaben siehe Anhang, Tabelle 14) aus 
einer KHV-positiven Organprobe (Kieme) isoliert. Zur Amplifizierung der DNA wurde 
jeweils 1 µl des KHV 9/5 forward- und des 9/5 Reverse-Primers eingesetzt (Biomers, 
Ulm, Tabelle 3). 
Tabelle 3: Primer-Sequenzen (GILAD et al. 2002) zur Amplifizierung des 484 kb langen 









KHV9/5R CACAAGTTCAGTCTGTTCCTCAAC   
 
 
Zusammen mit 3 µl Template wurden alle Komponenten in einem 200 µl PCR-Gefäß 
(Sarstedt, Nümbrecht) gemischt. Die PCR wurde mit dem in Tabelle 4 dargestellten 
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Tabelle 4: Temperatur- und Zeitprofil der PCR zur Amplifizierung des 484 kb langen DNA-













































Mit Hilfe des Qiagen PCR Cloning Kits (Qiagen, Hilden) wurde das amplifizierte DNA-
Fragment direkt aus dem PCR-Ansatz in einen pDrive Cloning Vektor (Qiagen, 
Hilden) kloniert (siehe Tabelle 5). 
 
Tabelle 5: Ansatz zur Klonierung des 484 kb langen DNA-Fragments des KHV-Genoms in 




Menge in µl 
 

















Der Ansatz wurde in einem 1,5 ml Reaktionsgefäß vorsichtig gemischt und für 30 min 
bei 10°C inkubiert. Anschließend wurden chemisch kompetente Escherichia coli 
(Invitrogen, Darmstadt) mit dem Vektor transformiert. Dazu wurden 2 µl Ligationsmix 
(siehe Tabelle 4) mit 150 µl kompetenten Zellen für 10 min auf Eis inkubiert und 
nachfolgend 30 sec bei 42°C in einen Thermomixer (Thermomixer comfort, 
Eppendorf, Hamburg) erhitzt. Nach Ablauf dieser Zeit wurde das Reaktionsgefäß 
erneut für 2 min auf Eis inkubiert. Anschließend wurden 250 µl angewärmtes LB-
Flüssigmedium (Carl Roth GmbH, Karlsruhe, Zusammensetzung siehe Anhang, 
Tabelle 13 zugegeben und der Ansatz bei 37°C unter Schütteln in einem 
Thermomixer für 30 min inkubiert. Danach wurden 100 µl des Ansatzes direkt auf mit 
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Ampicillin (100 mg/l Agar, AppliChem, Darmstadt) angereicherten LB-Agarplatten 
(Carl Roth GmbH, Karlsruhe, Zusammensetzung siehe Anhang, Tabelle 13) 
ausgestrichen.  
Zur Blau-Weiß-Selektion wurde den Platten zusätzlich Isopropyl-β-D-
thiogalactopyranosid (IPTG) und 5-Brom-4-chlor-3-indoxyl-β-D-galactopyranosid (X-
Gal; Konzentration siehe Anhang, Tabelle 15) zugesetzt. Das Prinzip der Blau-Weiß-
Selektion beruht auf einer Unterbrechung des LacZ-Gens durch das Einfügen eines 
Inserts (hier die das amplifizierte Fragment der KHV-DNA). Das LacZ-Gen kodiert für 
die β-Galaktosidase. Wird das Insert nicht in den Vektor eingebaut, kann die β-
Galaktosidase X-Gal spalten. Bakterien mit „leeren“ Vektoren sind daher blau. Weiße 
Kolonien enthalten dagegen Plasmide mit dem gewünschten Insert.  
Die Platten wurden bei 37°C in einem Brutschrank (Thermo Scientific, Schwerte) 
über Nacht inkubiert. Am Tag darauf wurden weiße Kolonien mit jeweils 5 ml LB-
Medium plus Ampicillin (0,1 mg/ml Medium) in einen Glaskolben und in einem 
Schüttler (TH25, Edmund Bühler GmbH, Hechingen) bei 37°C über Nacht inkubiert. 
Anschließend wurden die Plasmide mit dem peq Gold Plasmid Miniprep Kit (PEQLAB 
Biotechnologie GmbH, Erlangen) nach Herstelleranleitung präpariert. Zur 
Bestätigung der Existenz des Inserts wurden die Plasmide anschließend mittels real-
time TaqMan-PCR (GILAD et al. 2004) analysiert. 
3.4.2 Quantifikation von PCR-Produkten 
Prinzipiell werden bei der Quantifikation von PCR-Produkten absolute und relative 
Verfahren unterschieden. Bei der absoluten Quantifizierung wird dem Cycle 
threshold-Wert (Ct-Wert; Zykluszahl, bei der die Fluoreszenz (Maß für die DNA-
Kopienzahl) erstmals über den Hintergrundwert ansteigt) der Probe einer definierte 
Kopienzahl eines DNA-Standards zugeordnet. Der Standard sollte eine ähnlich lange 
DNA-Sequenz wie die zu quantifizierende Zielsequenz umfassen. Für eine 
vergleichbare Amplifikationseffizienz von Zielsequenz und Standard können 
identische Primer und eine identische Sonde zur Detektion verwendet werden 
(NIESTERS 2004). Zur Berechnung der absoluten Menge der Zielsequenz werden 
mehrere Standardverdünnungen mit bekannter Konzentration der Zielsequenz in 
separaten Reaktionen mitgeführt. Die erhaltenen Ct-Werte für den Standard (auf der 
y-Achse) werden gegen die initiale Menge, in Kopienzahl des Standards (auf der 
logarithmischen x-Achse) aufgetragen (HEID et al. 1996). Die Ct-Werte der Proben 
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können dann über das Diagramm einer Kopienzahl der Zielsequenz zugeordnet 
werden.  
Für den Standard wurden das Plasmid mit dem KHV-DNA-Fragment (siehe Kapitel 
3.4.1) mit dem Restriktionsenzym HindIII (Fermentas, St. Leon-Rot) linearisiert, um 
eine höhere Amplifikationseffizienz zu erreichen (HOU et al. 2010). Zur Vermeidung 
einer Religation wurden die Ansätze mit Phosphatase (Shrimp Alkaline Phosphatase 
(SAP), Fermentas, St. Leon-Rot) behandelt (Protokoll siehe Anhang, Tabelle 16). 
Das linearisierte Plasmid wurde abschließend mit dem NucleoSpin Gel und PCR 
Clean-up Kit (Machery-Nagel, Düren) extrahiert. 
 
Die Voraussetzung für eine exakte Quantifizierung ist die Bestimmung der 
Kopienzahl der Zielsequenz im Standard. Diese wurde mit folgender Formel (LEE et 
al. 2006) errechnet: 
Kopien pro µl =
6,02x1023 (
Copy
mol ) x DNA − Masse(g)




Die Masse (g) des Standards wurde mit dem NanoDrop2000c (Thermo Scientific, 
Schwerte) bestimmt. Dazu wurde 1 µl der Probe fünfmal gemessen und der 
Mittelwert zur Berechnung der Kopienzahl verwendet. 
Die Verdünnungsstufen des Standards wurden mit DEPC-Wasser hergestellt und auf 
2x10X Kopien pro µl eingestellt. Von den Verdünnungsstufen wurden jeweils 5 µl im 
Doppelansatz in die real-time TaqMan-PCR eingesetzt. Eine Standardkurve ist 
beispielhaft in der nachfolgenden Abbildung 2 dargestellt.  
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Abbildung 2: Standardkurve für die real-time TaqMan-PCR 
x-Achse: Anzahl der KHV-Kopien im Standard je Verdünnungsstufe (10n)                                                                 
y-Achse: Ct-Werte des Standards je Verdünnungsstufe 
 
Auf der y-Achse sind die Ct-Werte des eingesetzten Standards aufgetragen. Die 
Anzahl der Kopien der eingesetzten KHV-DNA werden auf der x-Achse abgebildet. 
Die jeweiligen Verdünnungsstufen des Standards bilden eine Gerade auf welcher die 
Ct-Ergebnisse der Proben aufgetragen werden können und so die Kopien der 
Erreger-DNA in den Proben bestimmt werden können. Eine optimale PCR-Effizienz 
(Eff.) von 100% spiegelt sich in einer Steigung (Y) der Standardkurve von -3,322 
wieder. In diesem Fall wird das Amplifikat pro Zyklus genau einmal verdoppelt. Der 
optimale Wert für den Korrelationskoeffizienten (RSq) beträgt 1. Das ist der Fall, 






















Initial Quantity (Copies) 
FAM Standards
FAM, RSq: 1, Y= -3,322, Eff.=100%
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3.4.3 Real-time TaqMan-PCR 
Die PCR wurde in den 1980er Jahren als Technik zur in vitro-Amplifizierung eines 
spezifischen DNA-Fragmentes (MULLIS et al. 1986) durch hitzestabile Polymerasen 
(z.B. die Taq-Polymerase des Bakteriums Thermus aquaticus (SAIKI et al. 1988)) 
eingeführt. Nach einer Vorwärmphase und einer initialen Denaturierung der DNA bei 
95°C erfolgt ein sich stetig wiederholender Zyklus aus drei Anteilen: Bei der 
Denaturierung wird der DNA-Doppelstrang bei 95°C in Einzelstränge zerlegt. Beim 
folgenden Annealing lagern sich bei einer individuell unterschiedlichen Temperatur 
die Primer an. Das Anlagern von komplementären Basen (Elongation) durch die 
Polymerase erfolgt schließlich bei 72°C.  
Die real-time oder „Echtzeit“ PCR ermöglicht zusätzlich zur Amplifikation die 
Quantifikation der DNA durch Messung eines Fluoreszenzfarbstoffes. Die mit der 
Anzahl der synthetisieren DNA-Kopien steigende Fluoreszenz kann nach jedem 
PCR-Zyklus erfasst werden. Es gibt verschiedene Möglichkeiten die Fluoreszenz zu 
erzeugen. Im Falle einer TaqMan-PCR wird eine TaqMan-Sonde (Hydrolyse-Sonde) 
verwendet. Dabei handelt es sich um kurze DNA-Stücke, die sich im mittleren 
Bereich des DNA-Templates zwischen Vorwärts- und Rückwärtsprimer anlagern. Die 
Sonden tragen an einem Ende einen Reporterfarbstoff und am anderen Ende einen 
Quencher. Dieser Quencher unterdrückt durch die räumliche Nähe zum 
Reporterfarbstoff vorerst dessen Fluoreszenz (LIVAK et al. 1995). Die Polymerase 
arbeitet sich vom Primer beginnend den DNA Strang entlang und trifft auf die 
TaqMan-Sonde. Im Laufe der Hybridisierung wird die Sonde durch die Exonuklease-
Aktivität der DNA-Polymerase abgebaut und der Quencher vom Reporter getrennt. 
Je mehr DNA synthetisiert wird, desto mehr Reporter-Moleküle werden freigesetzt. 
Entsprechend nimmt die Signalstärke von Zyklus zu Zyklus zu. Der Ct-Wert markiert 
den PCR-Zyklus, bei dem das Signal einer Probe die Hintergrundfluoreszenz 
überschreitet. Der Ct-Wert ist umso kleiner, je mehr DNA-Moleküle mit der 
Zielsequenz in der Probe vorhanden sind (HEID et al. 1996). 
GILAD et al. (2004) entwickelte eine real-time TaqMan-PCR für den KHV-Nachweis. 
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KHV-163r CGGGTTCTTATTTTTGTCCTTGTT  
 


























Die real-time TaqMan-PCR für den KHV-DNA-Nachweis wurde mit einer internen 
Kontrolle (HOFFMANN et al. 2006), bei der die Glucokinase als sogenanntes 
„Housekeeping-Gen“ amplifiziert wird, entwickelt (PANSERAT et al. 2000). Die 
interne Kontrolle dient der Abschätzung der Effizienz der DNA-Extraktion. Dafür 
verwendeten Primer und Sonden sind in den nachfolgenden Tabellen 8 und 9 
dargestellt. 








































Die PCR wurde in einem Stratagene MX3000 Pro (Agilent Technologies Deutschland 
GmbH, Böblingen) mit folgendem Temperaturprofil durchgeführt:  
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15 min bei 95 °C  (Aktivierung der Polymerase und initiale Denaturierung)  
  43 Zyklen mit:  
    20 sek bei 95 °C  (Denaturierung)  
    30 sek bei 60 °C  (Annealing)   
    30 sek bei 72 °C  (Elongation) 
Als PCR-Master-Mix wurde der Qiagen QuantiTect Multiplex Master Mix (Qiagen, 
Hilden) genutzt. Als Template wurden jeweils 500 ng Proben-DNA in die PCR-
Reaktion eingesetzt. Zusätzlich wurde 50 x Rox (Jena Bioscience GmbH, Jena) 
zugegeben, um nicht mit der Amplifikation der DNA zusammenhängende 
Unterschiede in der Fluoreszenz auszugleichen. Alle weiteren Komponenten wie 
RNase-freies Wasser (Qiagen, Hilden), Primer und Sonden wurden in den in der 
Tabelle 10 dargestellten Mengen verwendet. 
Tabelle 10: Ansätze für die real-time TaqMan-PCR 
 
 
Konzentration (µM) / Reaktion 
 
































































Als Positivkontrolle wurde das in CCB-Zellen kultvierte KHV-I-Isolat mit einem Titer 
von 103.5 TCID50/ml und als Negativkontrolle RNase-freies PCR-Wasser verwendet. 
4 Ergebnisse 




Zur Erzeugung einer Infektionsdosis von 100 TCID50 pro ml Infektionsbad wurden die 
Zellüberstände mit einem Titer von 104,5 TCID50/ml Virussuspension verwendet.  
4.2 Infektionsverlauf 
4.2.1 Versuchsgruppe 1: Karpfen I  
In Tabelle 11 ist der klinische Verlauf der Infektion der 36 Fische der ersten 
Versuchsgruppe (Karpfen I) dargestellt.  
















diffuse Schleimproduktion über die gesamte Körperoberfläche, geringgradige 
Ausprägung bei ca. 50 % der Fische, mittelgradige Ausprägung bei ca. 30%, bei 








mit Ausnahme von zwei Fischen, zeigen alle Fische Schleimproduktion und 














zunächst zunehmende Schleimproduktion und fortschreitende 
Flossenabrasionen, ab Mitte der 2. Woche rückläufige Symptomatik, am Ende 
dieser Woche bis auf mittelgradige Flossenveränderungen keine 




keine Schleimauflagerungen mehr sichtbar, rückläufige Flossenveränderungen, 
















alle Fische klinisch gesund 
 
4 Ergebnisse 
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Während des Versuchszeitraumes traten keine Fischverluste auf. Die Fische zeigten 
eine gute und regelmäßige Futteraufnahme. Sie waren aktiv und ihre Bewegungen 
schnell und koordiniert. Die Fische zeigten nach dem Stressversuch eine schnelle 
Erholung und keinerlei erkennbare Beeinträchtigungen. 
Bei den pathologisch-anatomischen Untersuchungen bestätigten sich die klinischen 
Symptome. Es wurden lokale bis diffuse Hautblutungen, graue 
Schleimauflagerungen und gering- bis mittelgradige Flossenabrasionen festgestellt. 
Zusätzlich waren bei 10% der Karpfen Kiemenveränderungen sichtbar. Die maximal 
stecknadelkopfgroßen, weißgrauen Veränderungen befanden sich meist an der 
Kiemenbogenbasis. Bei der makroskopischen Untersuchung der inneren Organe 
konnten keine pathologischen Veränderungen festgestellt werden. 
4.2.2 Versuchsgruppe 2: Karpfen II  
In Tabelle 12 ist der klinische Verlauf der Infektion der 36 Fische der zweiten 
Versuchsgruppe (Karpfen II) dargestellt.  
















lokale Hautblutungen und gesteigerte Atemfrequenz bei ca. 75% der Fische, helle 




weniger als 30% der Fische zeigen geringgradige Schleimauflagerungen, v.a. am 




verstärkte Schleimauflagerungen bei ca. 50% der Fische, v.a. an den Flossen, 
vermehrte Hautblutungen bei fast allen Fischen erkennbar, beginnende 




fortschreitende Schleimauflagerungen und Flossenabrasionen, starke 









zunächst fortschreitende Flossenabrasionen, ab Mitte der 2. Woche rückläufige 
Symptomatik, wenig Schleimauflagerungen sichtbar, am Ende dieser Woche bis 
auf wenige Flossenveränderungen keine Schleimauflagerungen erkennbar, am 




keine Schleimauflagerungen mehr sichtbar, rückläufige Flossenveränderungen, 




alle Fische klinisch gesund 
4 Ergebnisse 













alle Fische klinisch gesund 
 
Zu Beginn des Versuches war bei den Karpfen ein geringradig reduziertes 
Allgemeinverhalten zu erkennen. Ab der dritten Woche p.i. zeigten sie einen deutlich 
aktiveren Zustand und koordinierte Bewegungen. 
Bei der Versuchsgruppe 2 wurde am elften Tag nach Versuchsbeginn ein verendetes 
Tier aufgefunden. Bei der pathologisch-anatomische Untersuchung wurden 
hochgradige Kiemennekrosen entdeckt, die den Verlust des gesamten 
Kiemenbogens zur Folge hatten. Die Fische zeigten nach dem Stressversuch eine 
schnelle Erholung und keinerlei erkennbare Beeinträchtigungen. 
Die bei den Sektionen festgestellten Anomalien der übrigen Fische beschränkten 
sich auf Veränderungen der Kiemen. Hierbei konnten teils massive Kiemenschäden 
festgestellt werden (siehe Anhang, Abbildung 24: Karpfen II, 7. Tag p.i.). Diese 
Kiemendefekte wiesen im Laufe des Versuches eine Heilungstendenz auf (siehe 
Anhang, Abbildung 25: Karpfen II, 90. Tag p.i.). Weiter waren lokale bis diffuse 
Blutungen der Haut (siehe Anhang, Abbildung 26: Karpfen II, 7. Tag p.i.) und 
Flossenabrasionen (siehe Anhang, Abbildung 27: Karpfen II, 11. Tag p.i.) erkennbar. 
Die inneren Organe waren unauffällig.  
4.2.3 Versuchsgruppe 3: Plötzen 
Die 36 Versuchstiere nahmen im gesamten Versuchszeitraum gut und regelmäßig 
Futter auf. Sie waren aktiv und zeigten koordinierte Bewegungen. Es traten keine 
Tierverluste auf.  
Am zweiten, dritten und vierten Tag p.i. zeigten einzelne Fische dezente 
Flossenabrasionen (siehe Anhang, Abbildung 28: Plötzen, 4. Tag p.i.). In dem 
darauffolgenden Zeitraum war eine Heilungstendenz der veränderten Flossen 
erkennbar. Sonst wurden keinerlei klinische Auffälligkeiten beobachtet.  
Die pathologisch-anatomischen Untersuchungen ergaben keinen Befund. 
4 Ergebnisse 
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4.2.4 Versuchsgruppe 4: Schleien 
Die gesamte Versuchsgruppe (36 Tiere) zeigte über den Versuchszeitraum eine gute 
Futteraufnahme. Es traten keine Tierverluste oder klassische KHVD-Symptome auf. 
Drei Tiere zeigten eine bakterielle Infektion mit dem klinischen Bild einer Maulfäule.  
Die pathologisch-anatomischen Untersuchungen ergaben keine Befunde. 
4.2.5 Versuchsgruppe 5: Karauschen 
Alle 36 Karauschen zeigten eine gute Futteraufnahme. Ab dem sechsten Tag p.i. 
waren geringgradige graue, schleimige Beläge v.a. am Kopf und an den Flossen 
sichtbar (siehe Anhang, Abbildung 29: Karausche, 6. Tag p.i.). Diese Beläge 
verschwanden innerhalb der dritten Infektionswoche. Im übrigen Versuchszeitraum 
waren alle Tiere klinisch gesund. 
Die pathologisch-anatomischen Untersuchungen ergaben keinen Befund. 
Plötzen, Schleien und Karauschen zeigten nach dem Stressversuch eine schnelle 
Erholung und keinerlei erkennbare Beeinträchtigungen. 
4.3 DNA-Extraktionen 
Die bei der DNA-Extraktion gewonnene DNA-Menge schwankte bei allen 
Fischspezies in Abhängigkeit von dem untersuchten Organerheblich (100–2500 ng 
DNA pro µl Eluat). Organe mit einer hohen Zelldichte, wie Kiemen Nieren Darm, 
Leber und Milz ergaben eine höhere DNA-Ausbeute als zellärmere Organe wie das 
Gehirn. 
4.4 Standardkurve 
Der Standard zur Quantifikation der PCR-Produkte (siehe Kapitel 3.4.1 und 3.4.2) 
enthielt unverdünnt 1,92 x 109 KHV-DNA-Kopien pro µl. Zur Bestimmung des 
Virusgehaltes der Organproben der Versuchstiere wurden Verdünnungsstufen des 
Standards bei jeder PCR eingesetzt. In Abbildung 3 sind beispielhaft die Ergebnisse 
der real-time PCR am siebten Tag p.i. eines Fisches der ersten Versuchsgruppe-
Karpfen I dargestellt. Die detektierten Ct-Werte werden auf die Standardkurve 
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Abbildung 3: Quantifikation der KHV-DNA-Kopien durch Vergleich: Standardkurve – 
Ergebnisse der real-time PCR, Karpfen I, Fisch 21, 7 Tage p.i. 
 
4.5 PCR-Untersuchungsergebnisse 
In den folgenden Säulendiagrammen ist der Virusgehalt in den untersuchten 
Organen der Versuchstiere zu verschiedenen Zeitpunkten p.i. dargestellt.  
Pro Zeitpunkt wurden immer drei Fische pro Versuchsgruppe untersucht. Die aus 
den Organen extrahierte DNA (500 ng/Reaktion) wurde im Doppelansatz mit der real-
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4.5.1 Versuchsgruppe 1: Karpfen I 
 
 
Abbildung 4: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Lebern der 
Karpfen I über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)   
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
KHV-DNA-Kopien konnten erstmals am zweiten Tag p.i. in der Leber zweier Fische 
(236 und 9 Kopien) nachgewiesen werden (siehe Abbildung 4). Die maximale 
Viruslast lag bei 3160 Kopien an Tag 6 p.i. Bis zu diesem Zeitpunkt stieg die Anzahl 
der KHV-DNA-Kopien stetig an. Ab dem sechsten Tag verringerte sich die 
nachgewiesene Kopienzahl. Der letzte Nachweis erfolgte an Tag 11 p.i. mit 108 und 
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Abbildung 5: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Milzen der 
Karpfen I über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
Der erste Nachweis von KHV-DNA in der Milz erfolgte bei einem von drei 
untersuchten Fischen an Tag 2 p.i. (siehe Abbildung 5). Die Viruslast in den Organen 
stieg in den nachfolgenden Tagen bis auf 6670 Kopien am vierten Tag p.i. und 6800 
Kopien an Tag 6 p.i. an. KHV-DNA-Kopien konnten aber nicht bei allen drei Fischen 
zu jedem Zeitpunkt nachgewiesen werden. Während an Tag 18 p.i. keiner der drei 
Fische positiv getestet wurde, enthielt eine Probe der am Tag 25 p.i. getöteten 
Versuchstiere KHV-DNA. Die Menge war jedoch wesentlich geringer als in den 
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Abbildung 6: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Därmen der 
Karpfen I über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
Bereits am ersten Tag p.i. konnte KHV-DNA in zwei von drei Darmproben detektiert 
werden (siehe Abbildung 6). Maximalwerte wurden am dritten Tag mit 823 und 1390 
Genomkopien in zwei Fischen erreicht. In den folgenden Untersuchungstagen bis 
Tag 11 zeigte sich eine nachweisbare Viruslast in mindestens zwei von drei 
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Abbildung 7: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Nieren der 
Karpfen I über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
Die Zahl der nachweisbaren KHV-DNA-Kopien stieg von elf Kopien am zweiten Tag 
bis auf ein Maximum von 2,70 x 104 Kopien an Tag 6 p.i. (siehe Abbildung 7). 
Positive Befunde mit abnehmender Kopienzahl traten bis zum elften Tag auf. Außer 
an den Tagen 2, 5 und 11 gelang der Nachweis in allen zu dem jeweiligen 
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Abbildung 8: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Kiemen der 
Karpfen I über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
Bei allen zwischen Tag 3 und Tag 11 p.i. getesteten Versuchstieren konnte KHV-
DNA nachgewiesen werden (siehe Abbildung 8). Darüber hinaus traten am ersten 
und zweiten Tag p.i. positive Befunde bei zwei von drei Tieren und am 18. Tag bei 
einem Tier auf. Die maximale KHV-DNA-Kopienzahl wurde mit 3,61 x 104 am Tag 4 
erreicht. Danach sank die Viruslast langsam bis auf 1,1 x 101 KHV-DNA-Kopien am 
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Abbildung 9: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Gehirnen 
der Karpfen I über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
Am dritten Tag p.i. konnten KHV-DNA-Kopien (2,32 x 102 und 2,1 x 101 Kopien) 
erstmals in Karpfengehirnen detektiert werden (siehe Abbildung 9). Die Viruslast 
stieg bis zum siebten Tag p.i. auf 3,71 x 105 Kopien an und erreichte am 25. Tag p.i. 
mit 9,79 x 105 KHV-Kopien ein zweites Maximum. Ab dem dritten Tag p.i. konnten 
KHV-DNA-Kopien an allen Untersuchungstagen in mindestens einer Gehirnprobe 
nachgewiesen werden. Nach Stresseinwirkung am 90. Tag p.i. betrug die Anzahl der 
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4.5.2 Versuchsgruppe 2: Karpfen II    
 
Abbildung 10: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Lebern der 
Karpfen II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
Zum ersten Mal konnten KHV-DNA-Kopien am vierten Tag p.i. bei allen drei 
untersuchten Fischen nachgewiesen werden (siehe Abbildung 10). Bis zum Tag 7 p.i. 
stieg die Zahl der detektierten Kopien bis auf 4,46 x 103 an. Am elften Tag p.i. war 
nur noch eine von drei untersuchten Proben positiv. Die letzte positive Probe 
stammte von Tag 18 p.i. (6 KHV-DNA-Kopien). Am vierten, sechsten und siebten Tag 
wurden alle drei untersuchten Leberproben positiv auf KHV-DNA-Kopien getestet. 
Leber 
4 Ergebnisse 
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Abbildung 11: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Milzen der 
Karpfen II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
Die erste positive Probe aus der Milz (1,0 x 101 Kopien) stammte vom dritten Tag p.i. 
(siehe Abbildung 11). Danach stieg die Viruslast bis zum sieben Tag p.i. an. Die 
maximale KHV-DNA-Kopienzahl lag bei 1,33 x 104. Am 25. Tag erfolgte letztmalig in 
zwei von drei Milzproben ein positiver Nachweis. Außer an Tag 3 und Tag 25 p.i. 
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Abbildung 12: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Därmen 
der Karpfen II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
Lediglich elf Darmproben an sechs von zwölf untersuchten Tagen waren positiv für 
KHV-DNA (siehe Abbildung 12). Am vierten Tag p.i. wurde zum ersten Mal KHV-DNA 
(5,5 x 101 und 4,5 x 101 Kopien) im Darm detektiert. An Tag 6 p.i. erreichte die KHV-
DNA-Kopienzahl mit 1,24 x 104 ihr Maximum. Nur an Tag 7 p.i. wurde in allen drei 
untersuchten Organproben KHV detektiert. Der letzte positive Nachweis erfolgte am 
18. Tag in einer von drei Organproben (19 Kopien). 
Darm 
4 Ergebnisse 
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Abbildung 13: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Nieren der 
Karpfen II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
In den Nieren konnten erstmals am dritten Tag KHV-DNA-Kopien nachgewiesen 
werden (siehe Abbildung 13). Ab da bis zum Tag 7 p.i. waren alle untersuchten 
Proben positiv. Mit einer Zahl von 2,89 x 104 wurden am siebten Tag in einer Niere 
die meisten KHV-DNA-Kopien detektiert. Am 25. Tag p.i. wurde in einer Probe 
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Abbildung 14: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Kiemen 
der Karpfen II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
KHV-DNA war bis auf den ersten Tag p.i. über den gesamten 
Untersuchungszeitraum nachzuweisen (siehe Abbildung 14). An sieben Tagen wurde 
bei allen untersuchten Fischen KHV-DNA-Kopien detektiert. Am zweiten Tag p.i. 
waren erstmals zwei von drei Kiemenproben (1,82 x 102 bzw. 2,0 x 100 Kopien) 
positiv. Die maximale KHV-DNA-Kopienzahl wurde am sechsten Tag p.i. mit 4,91 x 
106 Kopien gefunden. Danach viel der KHV-DNA-Gehalt in den Proben rasch ab, war 
aber auch vom 18. bis 90. Tag p.i. in geringeren Mengen detektierbar. Nach der 
Stresseinwirkung betrug die Anzahl der KHV-DNA-Kopien 9,0 x 100 und 7,0 x 100, 
damit waren zwei von drei Proben positiv. 
Kieme 
4 Ergebnisse 




Abbildung 15: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Gehirnen 
der Karpfen II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
Der Nachweis von KHV-DNA im Gehirn gelang über den gesamten 
Versuchszeitraum an fünf von zwölf Tagen (siehe Abbildung 15). Nur am 7. Tag p.i. 
konnten in allen drei Fischen KHV-DNA-Kopien detektiert werden. An Tag 4, 5, 11 
und 18 p.i. war lediglich eine von drei analysierten Proben positiv für KHV-DNA. Der 
erste Nachweis erfolgte am vierten Tag p.i. mit 3,8 x 101 KHV-DNA-Kopien in dem 
positiven Fisch. Die maximale KHV-DNA-Kopienzahl wurde mit 1,92 x 104 KHV-
Kopien am siebten Tag p.i. gefunden. Am sechsten Tag p.i. war keine KHV-DNA in 
den drei untersuchten Fischgehirnen detektierbar. Am 18. Tag p.i. konnte zum letzten 
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4.5.3 Vergleich der beiden Karpfengruppen 
In den folgenden Säulendiagrammen ist die Anzahl der KHV-DNA-Kopien in den 
untersuchten Organen zu den verschiedenen Zeitpunkten p.i. für die beiden 




Abbildung 16:  Vergleichende halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in 
den Lebern der Karpfen I und II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.) 
Zu jedem Zeitpunkt wurden von beiden Gruppen drei Fische untersucht, deren Ergebnisse 
getrennt als Säulen dargestellt werden. 
 
Der Vergleich der Karpfen der beiden Versuchsgruppen zeigt, dass bei den Tieren 
der Versuchsgruppe 1 zwei Tage früher die KHV-DNA in den Lebern nachgewiesen 
werden konnte (siehe Abbildung 16). Auch die maximale Anzahl der KHV-DNA-
Kopien wurde in der Versuchsgruppe 1 einen Tag früher als in der Versuchsgruppe 2 
erreicht (Tag 6 bzw. Tag 7). Die maximale Viruslast war an diesen Tagen bei beiden 
Versuchsgruppen vergleichbar. Der letzte Nachweis bei der Versuchsgruppe 1 
gelang am elften Tag p.i.; bei Versuchsgruppe 2 konnte KHV-DNA auch später 
detektiert werden, da zusätzlich ein Nachweis am 18. Tag p.i. erfolgte. In der 
Versuchsgruppe 1 wurden über den gesamten Versuchszeitraum vier Leberproben 








Abbildung 17:  Vergleichende halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in 
den Milzen der Karpfen I und II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.)  
Zu jedem Zeitpunkt wurden von beiden Gruppen drei Fische untersucht, deren Ergebnisse 
getrennt als Säulen dargestellt werden. 
 
Auch in den Milzen erfolgte der erste positive Nachweis von KHV-DNA in 
Versuchsgruppe 1 einen Tag früher als in Versuchsgruppe 2 (2. bzw. 3. Tag, siehe 
Abbildung 17). Weiter stieg die Zahl der KHV-DNA-Kopien in der Versuchsgruppe 1 
rascher an. Der zeitversetzte Anstieg in Versuchsgruppe 2 erreichte mit 1,33 x 104 
KHV-DNA-Kopien einen um 6500 KHV-Kopien höheren Maximalwert. Der Abfall der 
Anzahl der KHV-DNA-Kopien begann ebenfalls bei Versuchsgruppe 1 einen Tag 
früher als bei der Vergleichsgruppe 2. In beiden Gruppen konnte am 25. Tag p.i. 
letztmalig KHV-DNA nachgewiesen werden, wobei in Versuchsgruppe 2 eine Probe 
mehr positiv getestet wurde. Nur in Versuchsgruppe 2 waren am 18. Tag p.i. alle 
getesteten Organe positiv. Über den gesamten Untersuchungszeitraum waren in 









Abbildung 18: Vergleichende halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in 
den Därmen der Karpfen I und II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.) 
Zu jedem Zeitpunkt wurden von beiden Gruppen drei Fische untersucht, deren Ergebnisse 
getrennt als Säulen dargestellt werden. 
 
In den ersten drei Tagen p.i. wurden nur Organe der Versuchsgruppe 1 mit jeweils 
zwei von drei Proben positiv auf KHV-DNA getestet (siehe Abbildung 18). Erst an 
Tag 4 p.i. erfolgte der erste Nachweis des Erregers in der Versuchsgruppe 2. Die 
maximale Kopienzahl wurde in der Versuchsgruppe 1 bereits am vierten Tag, und bei 
der Versuchsgruppe 2 erst zwei Tage später an Tag 6 p.i. detektiert. Die 
Versuchsgruppe 2 wies weniger positive Darmproben als Versuchsgruppe 1, zeigte 
tendenziell aber höhere KHV-Kopienzahlen. Die Maximalwerte der beiden 
Versuchsgruppen unterschieden sich um 1,1 x 104 Kopien. In beiden Gruppen waren 
an Tag 7 p.i. alle Organe positiv. In Versuchsgruppe 1 war die KHV-DNA länger 
nachweisbar als in Versuchsgruppe 2. Insgesamt konnten bei Versuchsgruppe 1 








Abbildung 19: Vergleichende halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in 
den Nieren der Karpfen I und II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.) 
Zu jedem Zeitpunkt wurden von beiden Gruppen drei Fische untersucht, deren Ergebnisse 
getrennt als Säulen dargestellt werden. 
 
In beiden Versuchsgruppen zeigten fast alle Tiere von Tag 3 bis Tag 7 p.i. einen 
positiven KHV-DNA-Nachweis (siehe Abbildung 19). Die maximalen Werte 
unterschieden sich bei beiden Versuchsgruppen um 2000 Kopien (Versuchsgruppe 2 
> Versuchsgruppe 1). Inder Versuchsgruppe 1 wurde eine Nierenprobe bereits einen 
Tag früher positiv auf KHV getestet. Die Versuchsgruppe 2 zeigte anders als 
Versuchsgruppe noch an Tag 18 und 25 p.i. positive Messergebnisse. Über den 
gesamten Versuchszeitraum konnten in der Versuchsgruppe 2 zwei Nierenproben 








Abbildung 20: Vergleichende halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in 
den Kiemen der Karpfen I und II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.) 
Zu jedem Zeitpunkt wurden von beiden Gruppen drei Fische untersucht, deren Ergebnisse 
getrennt als Säulen dargestellt werden. 
 
In der Versuchsgruppe 1 konnte die KHV-DNA zu einem früheren Zeitpunkt (1. Tag. 
bzw. 2. Tag) nachgewiesen werden (siehe Abbildung 20). In der Versuchsgruppe 2 
war dagegen der Zeitraum mit positiven Nachweisen deutlich verlängert (bis zum 90. 
Tag p.i.). In beiden Versuchsgruppen stieg die Zahl der KHV-DNA-Kopien ab dem 
dritten bzw. vierten Tag p.i. deutlich an. Wobei der Maximalwert in Versuchsgruppe 2 
mit 4,91 x 106 KHV-DNA-Kopien um fast drei Zehnerpotenzen höher lag 
(Versuchsgruppe 1 im Mittel 1,5 x 103 an Tag 6 p.i.). Insgesamt konnte über den 
gesamten Versuchszeitraum eine höhere KHV-DNA-Kopienzahl in den untersuchten 








Abbildung 21: Vergleichende halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in 
den Gehirnen der Karpfen I und II über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.) 
Zu jedem Zeitpunkt wurden von beiden Gruppen drei Fische untersucht, deren Ergebnisse 
getrennt als Säulen dargestellt werden. 
 
In beiden Versuchsgruppen konnte bei allen Fischen am siebten Tag p.i. KHV-DNA 
nachgewiesen werden (siehe Abbildung 21). Bei Versuchsgruppe 1 konnte die KHV-
DNA bereits zu einem früheren Zeitpunkt und deutlich länger detektiert werden. 
Zusätzlich wiesen die Fische der Versuchsgruppe 1 über den Versuchszeitraum 
tendenziell höhere KHV-DNA-Kopienanzahlen auf. Der Maximalwert lag in dieser 
Gruppe bei 9,6 x 105 Kopien (25. Tag p.i.) und damit deutlich höher als in 
Versuchsgruppe 2 (1,29 x 104 Kopien am 7. Tag p.i.). In Versuchsgruppe 2 wurden 
insgesamt sieben Gehirne und in Versuchsgruppe 1 19 Gehirne mit positivem 
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4.5.4 Versuchsgruppe 3: Plötzen 
 
Abbildung 22: Halblogarithmische Darstellung der KHV-DNA-Kopien in den Kiemen 
von Plötzen über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.) 
Zu jedem Zeitpunkt wurden drei Fische untersucht, deren Ergebnisse getrennt als Säulen 
dargestellt werden. 
 
Am ersten Tag p.i. konnte in den Kiemen aller untersuchten Plötzen KHV-DNA 
detektiert werden (siehe Abbildung 22). Danach waren alle untersuchten Proben 
negativ. 
Zusätzlich erfolgte an den Tagen 1, 3, 6, 7 und 11 p.i., abweichend vom üblichen 
Vorgehen PCR-Untersuchungen der Organe ohne eine voreingestellte DNA-Menge. 
Dabei konnten an Tag 1 p.i. im Darm 1,0 x 101 Kopien (Ct-Wert = 39) wiederholt 
KHV-DNA nachgewiesen werden. Bei zwei weiteren Fischen wurde KHV-DNA im 
Gehirn mit 4,0 x 100 und 1,0 x 101 Kopien am ersten Tag p.i. detektiert. 
4.5.5 Versuchsgruppe 4: Schleien 
Während des dreizehnwöchigen Versuches wurden insgesamt 252 Organproben von 
Schleien gesammelt und untersucht. Dabei konnte in keinem Organ KHV-DNA 
nachgewiesen werden. Auch die zusätzlichen PCR-Untersuchungen an Tag 1, 3, 6, 
7 und 11 p.i. ohne DNA-Mengen-Standardisierung waren allesamt negativ.  
Kieme 
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4.5.6 Versuchsgruppe 5: Karauschen 
 
Abbildung 23: Halblogarithmische Darstellung von KHV-DNA-Kopien in den Kiemen 
von Karauschen über den gesamten Versuchszeitraum (1.-90. Tag p.i.) 
Zu jedem Zeitpunkt wurden von beiden Gruppen drei Fische untersucht, deren Ergebnisse 
getrennt als Säulen dargestellt werden. 
 
Am ersten Tag p.i. konnte in den Kiemen aller untersuchten Karauschen KHV-DNA 
detektiert werden (siehe Abbildung 23). Die maximale Kopienzahl betrug 9,0 x 101 
pro 500 ng Karauschen-DNA. Alle weiteren 249 standardisierten untersuchten 
Proben waren negativ. 
Zusätzlich wurden Proben ohne standardisierte DNA-Menge untersucht. Dabei 
konnte an Tag 1 und 3 p.i. KHV-DNA in insgesamt drei Nieren detektiert werden. 
Einen Tag p.i. wurden 1,9 x 101 (Ct-Wert = 38) und 1,2 x 101 (Ct 39) Kopien KHV-
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5 Diskussion 
In der vorliegenden Dissertation wurden Karpfen (als empfängliche Spezies) sowie 
Plötzen, Schleien und Karauschen (als potentielle Carrierfische) nach einer Infektion 
mit dem KHV-I-Isolat über einen Zeitraum von 90 Tagen klinisch und 
molekularbiologisch analysiert. Über eine real-time TaqMan-PCR mit DNA aus 
verschiedenen Organen der Tiere wurde ein quantitatives Profil der Erregerverteilung 
erstellt. Um einen potentiellen Einfluss von Umweltfaktoren auf den Infektionsverlauf 
zu untersuchen, wurden bei den Karpfen zwei Gruppen analysiert. Die Tiere aus 
Versuchsgruppe 1 wuchsen im Aquarium auf, die Tiere aus Versuchsgruppe 2 
stammten aus Naturteichen. Alle Tiere wurden zusätzlich am 88. und 89. Tag p.i. 
einem Stressversuch unterzogen. 
5.1 Methodisches Vorgehen 
Die Haltung der Fische sechs Wochen vor und nach der Infektion erfolgte unter 
standardisierten Bedingungen. Die Infektionsbedingungen (z. B. Menge des Virus) 
und Art der Applikation waren ebenfalls für alle Versuchsgruppen identisch.  
Die Infektionsdosis betrug 100 TCID50 pro ml Wasser. Die Infektionsdauer betrug 
zwei Stunden ohne Wasserzirkulation durch einen Filter. 
Die Beurteilung des klinischen Zustandes der Tiere wurde von der gleichen Person 
(Autor der Dissertation) durchgeführt. Dabei wurde das Verhalten der Tiere 
(Schwimmbewegungen), der Zustand der Haut (Verfärbungen, Blutungen, 
Schleimproduktion, Sandpapierhaut), der Zustand der Flossen (Abrasionen), der 
Zustand der Kiemen (Schwellungen, Nekrosen) und die Atemfrequenz 
(Kiemendeckelbewegungen) bewertet. Weiter wurden Todesfälle dokumentiert. 
Dieses standardisierte Vorgehen sollte eine Vergleichbarkeit der Ergebnisse der 
verschiedenen Spezies und Untersuchungszeitpunkte sicherstellen. Die Entnahme 
der jeweils drei Fische pro Untersuchungszeitpunkt erfolgte zufällig. Tiere die 
klinische Symptome zeigten wurden nicht gezielt entnommen und untersucht. Eine 
Korrelation von Symptomen und Viruslast kann im Einzelfall nicht hergestellt werden. 
Grund dafür sind die insgesamt dezenten klinischen Symptome und die homogene 
Verteilung dieser auf die jeweilige Versuchsgruppe.  
Die Analyse der Organverteilung des Virus erfolgte über eine real-time TaqMan-PCR. 
Dazu wurde die DNA aus verschiedenen Organen (Leber, Milz, Niere, Darm, Kiemen 
und Gehirn) extrahiert. Die verwendeten Primer und PCR-Bedingungen wurden 
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bereits in anderen Studien erfolgreich zu Amplifikation von KHV-DNA verwendet 
(GILAD et al. 2004). Die PCR-Effizienz war mit 100% (Steigung der Geraden der 
Standardkurve -3,322) als sehr gut zu bewerten (siehe Abbildung 2). Der 
Korrelationskoeffizient erreichte mit 0,998 nahezu den optimalen Wert von 1. Dies 
deutet darauf hin, dass der ermittelte Ct-Wert gut mit der Ausgangs-DNA-Menge 
korrelierte. 
Um die Viruslast in den Organen zu vergleichen, wurden in alle PCR-Ansätze die 
gleiche Menge DNA eingesetzt. Gemäß PCR-Kit (Qiagen QuantiTect Multiplex 
Master Mix von Qiagen, Hilden) sind 500 ng die optimale einzusetzende DNA-
Menge. Dies war notwendig, da die Gewebe mit einer hohen Zelldichte nach der 
DNA-Extraktion vergleichsweise höhere DNA-Ausbeuten aufwiesen als Gewebe mit 
einer geringeren Zelldichte. Das standardisierte Vorgehen schränkte jedoch die 
Sensitivität der verwendeten Methodik ein. In den parallel durchgeführten, hinsichtlich 
der eingesetzten DNA-Menge nicht standardisierten Proben, konnte in den 
untersuchten potentiellen Carrierfischen häufiger KHV-DNA nachgewiesen werden 
(durchgeführte Untersuchungen waren nicht Gegenstand der hier vorliegenden 
Arbeit und werden nicht weiter beschrieben). Die hier eingesetzte DNA-Menge war 
höher als die auf 500ng eingestellten Organproben. In zukünftigen Studien sollte 
daher überlegt werden, die eingesetzte DNA-Menge zu erhöhen, um die Sensitivität 
zu steigern. Zu beachten ist, dass bei den Untersuchungszeitpunkten lediglich drei 
Fische aus einer Versuchsgruppe entnommen und untersucht wurden. Eine erhöhte 
Versuchstierzahl wäre für eine repräsentativere Studie vorteilhaft, da individuelle 
Unterschiede nicht so stark ins Gewicht fallen würden und die Ergebnisstreuung 
geringer wäre.   
 
5.2 Klinischer Infektionsverlauf 
5.2.1 Klinischer Verlauf der Karpfen I 
Die Versuchsfische zeigten einen milden Krankheitsverlauf. Im gesamten 
Versuchszeitraum von 13 Wochen kam es zu keinen Tierverlusten. Als erstes 
Krankheitssymptom traten am dritten Tag Flossenabrasionen bei 75% der Fische 
auf. Der klinische Höhepunkt der Symptome war am fünften Tag p.i. erreicht und 
zeichnete sich durch graue Schleimauflagerungen über die gesamte Hautoberfläche 
und Flossenabrasionen aus. Darüber hinaus traten vereinzelt, geringgradige 
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Kiemennekrosen auf. Am Ende der zweiten Infektionswoche waren alle sichtbaren 
Symptome einer KHVD verschwunden.  
Typische KHVD-Symptome, wie ausgeprägte Hämorrhagien, eine Sandpapierhaut, 
abnorme Schwimmbewegungen, eine ausgeprägte Dyspnoe oder eine hohe 
Mortalität, traten nicht auf (WALSTER 1999). Ein Vorteil dieses milden 
Infektionsverlaufes war, dass die Versuchstiere nicht verstarben und so eine 
lückenlose Untersuchung zu allen geplanten Zeitpunkten durchgeführt werden 
konnte.  
Möglicherweise ist die lange Aquariumhaltung der Fische vor Versuchsbeginn (18 
Monate) für diesen milden Krankheitsverlauf verantwortlich. Die Tiere hatten so 
ausreichend Zeit sich an die Haltungsbedingungen und an die die Fütterung 
dauerhaft zu gewöhnen und befanden sich möglicherweise daher in einem sehr 
stabilen Ausgangszustand. Eine Infektion mit 100 Viruspartikeln pro ml Wasser 
reichte bei dieser Versuchsgruppe nicht aus, um einen ausgeprägten 
Krankheitsverlauf zu provozieren. Unter den gleichen Haltungs- und ähnlichen 
Infektionsbedingungen kam es in der Studie von HEDRICK et al. (2000) zu schweren 
Symptomen und Tierverlusten. Diese unterschiedlichen Ergebnisse bestätigen die 
These, dass es sich bei der KHVD um eine multifaktorielle Erkrankung handelt, die 
nicht ausschließlich vom Ausmaß der Virusexposition abhängt (WALSTER 1999).  
5.2.2 Klinischer Verlauf der Karpfen II 
Der klinische Infektionsverlauf unterscheidet sich von dem in Versuchsgruppe 1. Bei 
den Karpfen der Versuchsgruppe 2 traten eine deutlich gesteigerte 
Kiemendeckelbewegung (ab dem 2. Tag p.i.) und später Kiemenveränderungen im 
Sektionsbefund auf. Abnorme Schwimmbewegungen konnten dagegen nicht 
beobachtet werden. Bei dieser Versuchsgruppe waren dennoch deutlichere Haut- 
und Flossenveränderungen sichtbar. Innerhalb des Versuchszeitraumes verendete 
ein Fisch an den Folgen einer schweren Kiemennekrose. Zusammenfassend lässt 
sich feststellen, dass die Tiere der Versuchsgruppe 2 ausgeprägtere KHVD-
Symptome mit einem Höhepunkt am sechsten Tag p.i. zeigten. Da beide 
Karpfengruppen den gleichen Versuchsbedingungen ausgesetzt waren, ist die 
unterschiedliche Haltung der Fische vor Versuchsbeginn mit hoher 
Wahrscheinlichkeit die Ursache für die unterschiedliche Suszeptibilität. Die 
Adaptationsphase an die Aquariumhaltung dauerte für die Fische der 
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Versuchsgruppe 2 lediglich vier Wochen. Der Stress einer Aquariumhaltung nach der 
Entnahme aus einem Teich ist aus Autorensicht als sehr hoch einzuschätzen. 
Stressoren wie Temperatur, Fütterung, Lichteinfluss und tägliches Handling 
beeinflussen die Kondition eines Tieres und letztendlich den Infektionsverlauf einer 
KHVD (WALSTER 1999). 
Verglichen mit einer typischen Feldinfektion verlief die induzierte Infektion in der 
vorliegenden Dissertation deutlich milder. Als mögliche Ursachen kommen eine 
vergleichbar geringe Infektionsdosis oder der gute Gesundheitsstatus der Tiere vor 
Versuchsbeginn in Frage. Eine klassische KHVD ist vor allem durch eine hohe 
Mortalität, starken Kiemennekrosen und Hautveränderungen charakterisiert. 
WALSTER (1999) berichtete von Morbiditätsraten von 80–100%; und Mortalitätsraten 
von 70–80%. In der vorliegenden Studie traten die für eine KHVD typischen 
Symptome zwar auf, zeigten aber eine geringere Ausprägung. 
5.2.3 Klinischer Verlauf der Plötzen, Schleien und Karauschen 
Plötzen, Schleien und Karauschen gehören zu den karpfenartigen Fischen und 
kommen laut BERGMANN et al. (2009) und MEYER (2007) als Carrierarten in Frage. 
Daher könnten diese Spezies als KHV-Reservoir dienen.  
Die Suzeptibilität von karpfenähnlichen Fischen gegenüber einer KHV-Infektion ist 
Gegenstand intensiver Forschungen. Goldfische (Carassius auratus) und 
Graskarpfen (Ctenopharyngodon idella) sowie andere Fischspezies zeigen keinerlei 
Symptome einer KHVD. Auch PERELBERG et al. (2003) konnte nach Infektion von 
mehreren karpfenartigen Fischen keinerlei Symptome einer KHVD beobachten, 
obwohl der Carrierstatus einiger Arten eindeutig belegt wurde. BERGMANN et al. 
(2009) gelang es in Goldfischen, Graskarpfen und weiteren Arten (Orfen und nicht-
karpfenartige Fische z. B. Ancistrus spec.) KHV-DNA mittels sensitiver PCR-
Methoden nachzuweisen. 
Während des gesamten Versuchszeitraumes konnten bei den hier untersuchten 
Plötzen, Schleien und Karauschen, bis auf wenige Ausnahmen, keine klassischen 
KHVD-Symptome, wie Hautabrasionen, eine erhöhte Schleimproduktion, 
Kiemennekrosen sowie lethargisches Verhalten und Todesfälle beobachtet werden.  
Bei den Plötzen traten am zweiten, dritten und vierten Tag p.i. Flossenabrasionen auf 
(siehe Abbildung 28: Plötzen, 4. Tag p.i., Flossenabrasionen, Anhang). Die Frage, ob 
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diese Veränderungen der Haut auf die KHVD oder auf den Aufenthalt in dem 
Infektionsbad zurückzuführen ist, konnte nicht geklärt werden. Gegen die Annahme, 
dass die Flossenveränderungen von dem Aufenthalt in dem Infektionsbad stammen, 
spricht die Tatsache, dass weder bei den infizierten Schleien, den Karauschen oder 
der Kontrollgruppen vergleichbare Flossenabrasionen beobachtet wurden. In Plötzen 
wurden bisher keine Hautreaktionen nach einer experimentellen KHV-Infektion 
beschrieben. Damit wären die vorliegenden Befunde, die ersten Hinweise auf eine 
symptomatische KHV-Infektion bei dieser Spezies. Weitere Symptome, die die 
Annahme einer klinischen Erkrankung unterstützen, konnten jedoch nicht beobachtet 
werden. 
Bei den Schleien konnten zwar keine Flossenabrasionen beobachtet werden, jedoch 
wurde bei einigen Tieren in der ersten Woche p.i. das klinische Bild einer „Maulfäule“ 
festgestellt. Diese eher unspezifische bakterielle Infektion kann unter anderem durch 
schlechte Haltungsbedingungen verursacht werden. Da alle Fische zu 
Versuchsbeginn klinisch gesund und ausreichend an die Haltung unter 
Versuchsbedingungen gewöhnt waren und die Haltungsparameter ständig überprüft 
wurden, liegt die Vermutung nahe, dass die bakterielle Infektion in Zusammenhang 
mit dem Erregerkontakt stehen könnte. Sekundäre bakterielle Infektionen bei mit 
KHV infizierten Fischen wurden bereits beschrieben (HAENEN et al. 2004). 
Klassische Anzeichen einer KHVD konnten aber in den vorliegenden Versuchen bei 
den Schleien nicht beobachtet werden. Dies bestätigt die Befunde der Studien von 
MEYER (2007), BRETZINGER et al. (1999) und HOFFMANN et al. (2006). 
Bei den untersuchten Karauschen konnten ab dem sechsten Tag p.i. dezente, 
schleimige Auflagerungen am Kopf- und Flossenbereich beobachtet werden (siehe 
Abbildung 29: Karausche, 6. Tag p.i., Schleimauflagerungen). Eine Hypersekretion 
der Haut verbunden mit sichtbaren Schleimauflagerungen zählt zu den klassischen 
Symptomen einer KHV-Infektion (WALSTER 1999, BERGMANN 2007). Diese 
Symptomatik trat in der vorliegenden Untersuchung bei den Karpfen (ab Tag 2 bzw. 
Tag 4) beider Versuchsgruppen und bei den Karauschen auf. In allen Tieren war die 
Symptomatik reversibel und ab der dritten Woche p.i. nicht mehr feststellbar. Das 
verspätete Einsetzen der Symptomatik bei den Karauschen könnte als Indiz für eine 
geringere Suszeptibilität gegenüber dem KHV gewertet werden.  
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Die vorliegenden Ergebnisse zu einer möglichen klinischen KHV-
Infektionssymptomatik bei Plötzen, Schleien und Karauschen sollten in weiteren 
Studien evaluiert und ausgebaut werden. Dabei sollten insbesondere die Ursachen 
für das isolierte Auftreten eines einzigen KHVD-typischen Symptoms (Abrasionen bei 
den Plötzen und Schleimauflagerungen bei den Karauschen) untersucht werden. 
Dabei ist der Einsatz anderer, sensibler Nachweismethoden (nested-PCR von 
BERGMANN et al. (2006), semi-nested PCR von BERGMANN et al. 2010b)  
und/oder eine Kombination von verschiedenen Methoden sinnvoll. Ziel dieser 
Untersuchungen sollte sein, die Interaktion zwischen Fisch und KHV und letztendlich 
damit auch die Epidemiologie KHVD besser zu verstehen.  
 
5.3 Nachweis von KHV-DNA in verschiedenen Organen 
5.3.1 Infektionsverlauf bei Karpfen I 
Am ersten Tag p.i. konnte KHV-DNA ausschließlich in den Kiemen und im Darm der 
Tiere in vergleichbaren Mengen nachgewiesen werden. Dieser Befund spricht für 
eine Virusaufnahme über die Kiemen und den Darm. Auch andere Autoren 
detektierten das KHV in der frühen viralen Phase in Kiemen und im Darm und 
schlussfolgerten daraus, dass es sich bei diesen Organen um die Eintrittspforten für 
das Virus handelt (PIKARSKY et al. 2004, GILAD et al. 2004, DISHON et al. 2005). 
Andere Autoren (DISHON et al. 2005, RAJ et al. 2011, ADAMEK et al. 2013) zeigten 
eine Beteiligung der Haut in der frühen Pathogenese der KHV-Infektion. In der 
vorliegenden Untersuchung wurde die Haut nicht analysiert, so dass eine Beteiligung 
nicht ausgeschlossen bzw. bestätigt werden kann. In zukünftigen Studien könnte 
dieser eine weitere lohnenswerte Ansatz sein. 
Die KHV-DNA konnte bereits vor dem ersten Auftreten der klinischen Symptome 
detektiert werden. Dabei wurden Erregermengen (je 500 ng Gewebe-DNA bzw. je 
25mg Gewebe) detektiert, die unter dem Bereich der Infektionsdosis von 100 
Viruspartikeln auf 1 ml Wasserbad lagen. Dagegen wiesen GILAD et al. (2004) in 
ihren Infektionsversuchen bereits am ersten Tag p.i. KHV-Mengen von bis zu 106 
Genomkopien je 106 Wirtszellen nach. Die möglichen Ursachen für die 
divergierenden Ergebnisse sind vielfältig und schließen eine geringere Suzeptibilität 
der verwendeten Karpfen (genetisch bedingt, haltungsbedingt) und eine geringere 
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Infektiösität des KHV-I-Isolates mit ein. In der vorliegenden Studie überschritt die 
nachgewiesene KHV-Menge in Kiemen und Nieren erstmalig am dritten Tag p.i. die 
eingesetzte Infektionsdosis.  
Am zweiten Tag p.i. wurde die Erreger-DNA in allen untersuchten Organen, außer 
dem Gehirn, bei mindestens einem von drei Fischen detektiert. Diese Befunde 
unterstützen die These einer Erregerverbreitung über das Blut (BERGMANN 2007) 
und demzufolge eine generalisierte Erregerverteilung. Potentielle Ursachen für den 
fehlenden Nachweis im Gehirn könnten die eine Minderdurchblutung des 
ausgewählten Gewebes oder die Unpassierbarkeit der Blut-Hirn-Schranke sein.  
Bei dem Vergleich der KHV-Last der verschiedenen Organe zeigt sich ein 
vermehrtes Auftreten von KHV-DNA in den Kiemen, im Darm und in der Leber. Diese 
Befunde deuten auf eine Beteiligung dieser Organe am initialen 
Krankheitsgeschehen hin (PIKARSKY et al. 2004, GILAD et al. 2004). Eine stärkere 
Restfüllung der Organe mit Blut ist als Ursache unwahrscheinlich, da stark 
durchblutete Organe (Milz, Nieren) zu diesem Zeitpunkt vergleichsweise weniger 
KHV-DNA enthielten. 
Am dritten Tag p.i. stieg die Zahl der positiven Befunde in allen untersuchten 
Organen sowie die Menge der detektierten KHV-DNA an. Die Zunahme der Viruslast 
weist auf eine Virusvermehrung in den betroffenen Organen hin. Eine Kontamination 
der Gewebeproben mit Blut und damit eine Verfälschung der 
Untersuchungsergebnisse ist zwar wenig wahrscheinlich, kann jedoch nicht mit 
Sicherheit ausgeschlossen werden. 
Am vierten Tag p.i. zeigten die Niere und Kieme den vergleichsweise stärksten 
Anstieg der KHV-DNA-Kopien. Damit erhärtet sich die Vermutung, dass sich das 
Virus primär in diesen Organen vermehrt (PIKARSKY et al. 2004, GILAD et al. 2004). 
Am fünften Tag p.i. sank außer im Gehirn und in der Leber die Viruslast ab. Diese 
Befunde könnten auf eine einsetzende Immunantwort der Versuchstiere hindeuten. 
Im Gehirn können sich Erreger einer Immunantwort leichter entziehen. Die weiter 
ansteigende Viruslast in der Leber kann dadurch aber nicht erklärt werden. Das 
Versuchsdesign und die niedrige Versuchstierzahl lässt eine abschließende 
Bewertung der Ergebnisse nicht zu. 
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Am sechsten Tag p.i. stieg die Viruslast in allen Organen, außer dem Gehirn bei 
mindestens einem Fisch über den Vortag hinaus an. Diese Befunde könnten darauf 
schließen, dass eine potentiell stattfindende Immunantwort nicht ausreicht, den 
Erreger zu eliminieren. Dennoch bleibt aber festzustellen, dass eine solche Aussage 
aufgrund der geringen Daten eher als Spekulation zu verstehen ist.  
Zusammengefasst ergeben sich folgende Befunde: Die KHV-DNA konnte zuerst in 
den Kiemen und im Darm nachgewiesen werden. Die Hauptviruslast zwischen dem 
vierten und siebten Tag p.i verteilte sich auf Kiemen und Nieren. Das Gehirn zeigte 
eine geringere und später einsetzende KHV-Präsenz. Die Milz und Leber scheinen 
keine besondere Rolle im Infektionsverlauf zu spielen. 
GILAD et al. (2004) wiesen an Tag 62 bis Tag 64 p.i. in Kiemen, Nieren und im 
Gehirn KHV-DNA nach. In der vorliegenden Untersuchung konnte in den Kiemen, 
Nieren und  ab 18. bzw. 11. Tag p.i. keine KHV-DNA mehr nachgewiesen werden. 
Als potentielle Ursache für die unterschiedlichen Befunde kommen abweichende 
KHV-Infektionsverläufe in Frage. Der größte Unterschied zwischen den Ergebnissen 
der beiden Studien besteht aber bei den Gehirnproben. GILAD et al. (2004) fand 
maximale Erregermengen in der Größenordnung von 105 bis 108  Genomkopien pro 
106 Wirtszellen. In der vorliegenden Untersuchung betrug die maximale Viruslast 
9,79 x 105 pro 500 ng DNA am 25. Tag p.i. und konnte bis zum 90. Tag p.i. 
nachgewiesen werden (5,14 x 101). Basierend auf XU et.al (2014) lässt sich eine 
Vergleichbarkeit erzeugen. Demzufolge stellen die hier gezeigten Ergebnisse, 
bezogen auf 500ng DNA pro Untersuchung, ein Fünftel der von GILAD et al. (2004) 
festgestellten Ergebnissen dar. Auch in anbetracht, das es sich hierbei nur um eine 
vergleichende Schätzung handelt bleibt festzustellen, dass die Ergebnisse von 
GILAD et al. (2004) deutlich höhere Erregermengen im Gehirn, vor allem zu Beginn 
der Infektion, zeigen.   
Der Stressversuch, welcher an Tag 88 und 89 p.i. durchgeführt wurde, führte anders 
als bei MEYER (2007), nicht zu einer erneuten Erkrankung (Virusreaktivierung). Eine 
mögliche Ursache hierfür könnte ein zu geringes Stressniveau sein oder ein zu früh 
gewählter Untersuchungszeitpunkt nach der Stresseinwirkung (simuliertes Abfischen 
und Transportstress). Der Nachweis von Erreger-DNA am 90. Tag p.i. im Gehirn 
steht, in Anbetracht der hohen Nachweisrate von KHV-DNA über den gesamten 
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Zeitraum, mit hoher Wahrscheinlichkeit nicht mit der erfolgten Stresseinwirkung im 
Zusammenhang.  
5.3.2 Infektionsverlauf bei Karpfen II 
Am ersten Tag p.i. konnte in keiner der insgesamt 18 untersuchten Organproben 
KHV-DNA nachgewiesen werden. Diese Befunde stehen im Widerspruch zu den 
Ergebnissen von GILAD et al. (2004), der bereits am ersten Tag p.i. Erreger-DNA in 
Kiemen, Leber, Gastrointestinaltrakt, Milz, Niere und Gehirn fand.  
In der vorliegenden Untersuchung konnte die KHV-DNA frühestens am zweiten Tag 
p.i. in den Kiemen zweier Fische nachgewiesen werden. Die Befunde der 
vorliegenden Studie und die von GILAD et al. (2004) legen nahe, dass die initiale 
Virusvermehrung bei Karpfen in den Kiemen stattfindet. 
Am dritten Tag p.i. waren auch Niere und Milz KHV-DNA-positiv. Dies entspricht den 
Resultaten der Studie von GILAD et al. (2004).  
Am vierten Tag p.i. konnte die KHV-DNA in allen Organen detektiert werden, wobei 
in den Kiemen die höchste Viruslast auftrat.  
Am fünften Tag p.i. war in allen untersuchten Organen ein Anstieg der KHV-DNA 
Menge zu beobachten, der sich am sechsten Tag p.i. fortsetzte. Eine Ausnahme 
bildete das Gehirn, das anders als in der Studie von GILAD et al. (2004) keinen KHV-
Befall aufwies.  
Am siebten Tag p.i. wurde in Leber, Milz, Nieren und Kiemen die höchste Viruslast 
über den gesamten Versuchszeitraum detektiert. In der Studie von GILAD et al. 
(2004) ließen sich in der ersten Woche p. i. deutlich früher KHV-DNA-positive Proben 
feststellen, dies trat bei seinem durchgeführten Infektionsexperiment bei allen 
Organen auf. Unter der Voraussetzung, dass die Viruslast mit dem Grad der KHV-
Infektion korreliert, ist davon auszugehen, dass das Ausmaß der Infektion in der 
Studie von GILAD et al. (2004) deutlich größer war. Ein Vergleich des 
Studiendesigns der beiden Untersuchungen zeigt, dass die Infektionsdosis als 
Ursache für die Diskrepanz ausscheidet. GILAD et al. verwendete 2004 eine fast 
zehnmal geringere Infektionsdosis (12 TCID50 pro ml). Der KHV-Stamm (KHV-I-
Isolat) und die Temperatur der Fischhaltung (23°C) waren identisch. Allerdings nutzte 
er für seine Experimente Koi-Fische, die bei gleichem Alter (2 Jahre) deutlich 
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schwerer und größer waren als die in der vorliegenden Untersuchung eingesetzten 
Karpfen.  
Am elften Tag p.i. konnte in allen untersuchten Organen in mindestens einer Probe 
KHV-DNA nachgewiesen werden. Diese Befunde decken sich mit der KHV-DNA-
Verteilung am zehnten Tag in der Studie von GILAD et al. (2004). 
GILAD et al. (2004) untersuchte die infizierten Fische erst wieder am 64. Tag p.i.. 
Diese Lücke im Infektionsverlauf wird durch die hier vorliegenden Befunde 
überbrückt. Am 18. Tag p.i. konnte die KHV-DNA zwar in abnehmender Menge, aber 
dennoch in allen Organen nachgewiesen werden.  
Eine Woche darauf, am 25. Tag p.i., wurde KHV-DNA lediglich in Milz, Nieren und 
Kiemen in fünf von insgesamt 18 Proben detektiert. Eine abnehmende KHV-DNA-
Präsenz trat demzufolge in allen Organen, mit Ausnahme von den Kiemen in der 
Versuchsgruppe 2 und dem Gehirn in der Versuchsgruppe 1, auf.  
Wie bei den Fischen der ersten Versuchsgruppe, konnte bei den Karpfen der zweiten 
Gruppe keine Virus-DNA nach Stresseinwirkung nachgewiesen werden. Eine 
Ausnahme davon bilden die Kiemen. In diesen konnte zwar am 90. Tag p.i. in zwei 
Proben KHV-DNA nachgewiesen werden, aber ob dieser Nachweis mit einer 
möglichen Reaktivierung durch Stresseinwirkung zusammenhängt, ist 
unwahrscheinlich. Grund für diese Annahme ist, dass über den gesamten 
Versuchszeitraum große Mengen von KHV-DNA in den Kiemen der Versuchsfische 
nachgewiesen werden konnte und dieser Nachweis somit nicht im direkten 
Zusammenhang mit der Stresseinwirkung steht. Da in keinem weiterem Organ KHV-
DNA nach Stresseinwirkung nachgewiesen werden konnte, ist davon auszugehen, 
dass der Untersuchungszeitpunkt zu früh oder die Stresseinwirkung zu gering war. 
Zusammenfassend und vergleichend betrachtet zu den Ergebnissen der ersten 
Versuchsgruppe, ähneln die Ergebnisse der zweiten Versuchsgruppe in Ausmaß und 
Verteilung eher den Ergebnissen von GILAD et al. (2004). 
 
5.3.3 Vergleich der Untersuchungsbefunde in den beiden Karpfengruppen  
Die Tiere beider Versuchsgruppen waren gleich alt und stammten aus dem gleichen 
Herkunftsbetrieb. Ebenso waren sie einer identischen Infektionsdosis und während 
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des Versuches den gleichen Haltungsbedingungen ausgesetzt. Zu keinem Zeitpunkt 
der Versuchsreihe konnte bei den Tieren der Kontrollgruppen KHV-DNA festgestellt 
nachgewiesen werden. 
Unterschiede zwischen den Versuchsgruppen ergaben sich vor allem bei der Haltung 
vor Versuchsbeginn und bei der Größe und dem Gewicht der Tiere. Die Tiere der 
ersten Versuchsgruppe – Karpfen I, waren zum Zeitpunkt der Infektion kleiner und 
leichter als die Tiere der Vergleichsgruppe. Folglich stand ihnen ein prozentual 
größerer Raum im Aquarium zur Verfügung. Darüber hinaus waren die Tiere der 
ersten Versuchsgruppe durch eine 18-monatige Aquariumhaltung länger an 
vergleichsweise warme Temperatur und das eingesetzte Futter gewöhnt. Den 
Fischen der zweiten Versuchsgruppe wurden lediglich vier Wochen an die 
Aquarienhaltung adaptiert. Daher waren die Fische der zweiten Versuchsgruppe vor 
Versuchsbeginn einem größeren Stress ausgesetzt als die Vergleichsgruppe. Da der 
Verlauf und die Schwere einer KHVD stark von den einwirkenden Stressoren 
abhängen (WALSTER 1999, ADKISON et al. 2005) waren Unterschiede im 
Krankheitsverlauf zwischen den beiden Versuchsgruppen zu erwarten.  
In Versuchsgruppe 1 konnte die KHV-DNA in allen Organen früher nachgewiesen 
werden. Dieses Ergebnis steht im Widerspruch zu der Überlegung, dass Tiere mit 
einem höheren Stresseinfluss empfänglicher für eine KHV-Infektion sind.  
Aufgrund der ausgeprägteren KHVD-Symptome war zu erwarten, dass bei der 
Versuchsgruppe 2 die Erreger-DNA länger nachweisbar ist. Dies war bei Leber, 
Nieren und besonders bei den Kiemen der Fall. In Versuchsgruppe 2 wurde anders 
als in Versuchsgruppe 1 KHV-DNA in den Kiemen bis auf den ersten Tag zu allen 
Untersuchungszeitpunkten nachgewiesen. Diese Befunde korrelieren mit den 
klinischen Beobachtungen einer ausschließlichen Symptomatik an den Kiemen der 
Tiere. Bei der Milz wurde am 25. Tag p.i. in beiden Versuchsgruppen die KHV-DNA 
nachgewiesen. Im Darm und vor allem im Gehirn ließ sich das Virus bei der 
Versuchsgruppe 1 deutlich länger detektieren. Unter der Annahme einer geringeren 
Ausprägung der Erkrankung in Versuchsgruppe 1 ist dieses Ergebnis überraschend. 
Darüber hinaus fehlten in beiden Versuchsgruppen klinische Hinweise auf eine 
Beteiligung des Zentralnervensystems. 
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Mit Ausnahme des Gehirns war die maximale Viruslast in allen Organen in der 
zweiten Versuchsgruppe größer als in der ersten. Diese Befunde passen gut zu der 
stärker ausgeprägten Symptomatik in der zweiten Versuchsgruppe.  
Die größten Unterschiede zwischen den beiden Versuchsgruppen traten 
zusammenfassend bei der Kieme und dem Gehirn auf. Die nachgewiesene stark 
erhöhte Viruslast in der Kieme der Versuchsgruppe 2 korrelierte mit der klinischen 
Symptomatik ausgedehnter Kiemenschäden. Dagegen war das Gehirn das einzige 
Organ mit einer größeren Viruslast in Versuchsgruppe 1 (9,6 x 105 KHV-DNA-
Kopien). Ursache dafür muss der abweichende klinische Krankheitsverlauf mit einer 
differentiellen Organverteilung des KHV in den zwei Versuchsgruppen sein. Die 
Verteilung des Virus erfolgt bei der ersten Versuchsgruppe effizienter. Spezifische 
KHV-Symptome und Viruslast der zweiten Versuchsgruppe sind verglichen mit der 
ersten Versuchsgruppe aber dafür deutlich ausgeprägter. Aufgrund des identischen 
Studiendesigns beider Versuchsgruppen bleiben als einzige Ursache der 
Unterschiede bzgl. der Größe und das Gewicht der Tiere in Verbindung mit einer sich 
unterscheidenden Kondition der Tiere bestehen. Dies bestätigt die vermutete 
Ursache zu den beschriebenen Unterschieden der von GILAD et al. (2004) 
aufgezeigten Befunde und den hier festgestellten Ergebnissen. Schlussfolgernd hat 
die Haltung vor einer Infektion einen Einfluss auf die Erregerverteilung und die 
Lokalisation der Symptome. 
In Anbetracht der geringen Tierzahl können die aufgezeigten Ergebnisse jedoch nur 
eine Richtung für weitere Untersuchungen mit sensibleren Nachweismethoden 
darstellen. 
5.3.4 Infektionsverlauf bei Plötzen 
Die zu Infektionsbeginn beobachteten Veränderungen an den Flossen der 
Versuchstiere ließen zunächst eine KHV-Infektion vermuten. Allerdings konnte nur 
am ersten Tag 1 p.i. KHV-DNA ausschließlich in den Kiemen nachgewiesen werden, 
was eine Kontamination der Probe mit Erregern aus dem Infektionsbad 
wahrscheinlich macht. Eine persistierende KHV-Infektion wie bei den Karpfen konnte 
nicht beobachtet werden. Im weiteren Versuchsverlauf zeigten die Plötzen keine 
KHV-DNA in den Kiemen oder in anderen Organen. Auch eine typische KHV-
Symptomatik ließ sich nicht beobachten.  
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Zur Erhöhung der Sensitivität der PCR wurde das DNA-Extrakt verschiedener 
Organe und Zeitpunkte unverdünnt in die PCR-Reaktion eingesetzt. In diesen 
Versuchsansätzen konnte am ersten Tag 1 p.i. zusätzlich eine geringe Zahl an KHV-
Kopien im Darm und im Gehirn nachgewiesen werden. Dennoch ist eine Infektion der 
Tiere mit KHV unwahrscheinlich, da zu keinem weiteren Zeitpunkt ein positiver 
Nachweis gelang.  
Aufgrund der Ergebnisse scheiden Plötzen als empfängliche Spezies für eine KHV-
Infektionen aus.  
5.3.5 Infektionsverlauf bei Schleien  
Über den gesamten Versuchszeitraum konnten bei Schleien keine spezifischen KHV-
Symptome beobachtet werden. Weiter war keine der insgesamt 252 untersuchten 
Organproben KHV-positiv. Aufgrund dieser Ergebnisse können Schleien als 
potentielle Wirtspezies ausgeschlossen werden. Anders als bei den Plötzen und 
Karauschen wurde bei den Schleien in den Kiemen am ersten Tag p.i. keine KHV-
DNA nachgewiesen. Warum dies bei den untersuchten Schleien nicht gelang, bleibt 
offen. Möglicherweise verfügt das Virus über keine Möglichkeit sich an der 
Oberfläche der Kiemen der Schleien anzuheften. Die Ergebnisse der vorliegenden 
Studie widersprechen den Befunden von MEYER (2007), der in drei von 16 
Organpools nach Kohabitation von Schleien mit einem Virusausscheider, KHV-DNA 
nachweisen konnte. Zudem gelang dem Autor die Übertragung des Virus von 
Schleien auf naive Karpfen. Übertragungsversuche waren nicht Gegenstand der hier 
vorliegenden Dissertation. Die Diskrepanz beim KHV-Organbefall lässt sich anhand 
der vorliegenden Daten nicht erklären.  
5.3.6 Infektionsverlauf bei Karauschen  
BERGMANN (2007) konnte KHV-DNA in Karauschen nachweisen, die aus 
Gewässern stammten, in denen es zuvor zu akuten KHV-Ausbrüchen gekommen 
war. In der vorliegenden Analyse konnte KHV-DNA nur am ersten Tag 1 p.i. in den 
Kiemen der Fische nachgewiesen werden. Die Ergebnisse legen die Vermutung 
nahe, dass es sich bei der detektierten KHV-DNA um angeheftete Viruspartikel aus 
dem Infektionsbad handelte. Daher ist eine KHV-Infektion in Karauschen mit hoher 
Wahrscheinlichkeit auszuschließen. Gegen diese Vermutung spricht, dass die Tiere 
Schleimauflagerungen, als typisches KHV-Symptom, zeigten. Die Tiere wiesen 
dennoch durchgehend einen guten Gesundheitszustand auf.  
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Wie auch bei den Plötzen und Schleien erfolgten weitere Untersuchungen mit 
unverdünnten DNA-Extrakten, um die Sensitivität der PCR-Reaktion zu erhöhen. Bei 
den Karauschen wurde unter diesen Bedingungen in insgesamt drei Nieren an Tag 1 
und 3 p.i. KHV-DNA nachgewiesen. Diese Befunde sprechen für ein 
Infektionsgeschehen in Karauschen. Ein Nachweis im Darm und Gehirn, wie bei den 
Plötzen, gelang nicht. Ein DNA-Nachweis gelang bei einem Karpfen 
(Versuchsgruppe I) erst am zweien Tag p.i.. Zu einem Zeitpunkt an welchen alle 
sechs Karpfen der Versuchsgruppen positive KHV-Nachweise in der Niere zeigten 
(3. Tag p.i.), gelang bei der Versuchsgruppe der Karauschen auch ein Nachweis. 
Zusammenfassend lassen daher die Ergebnisse keine belastbare Aussage über ein 
potentielles Infektionsgeschehen bei Karauschen zu. Für eine abschließende 
Bewertung sind weitere Untersuchungen mit einer sensibleren Nachweismethode 
notwendig.  
Bei allen drei Fischarten führte der Versuch zur Reaktivierung des KHV durch Stress-
einwirkung (am 88. Und 89. Tag p.i.) zu keinem Erfolg. Wie auch über den gesamten 
Versuchszeitraum, ließ sich ebenso am Ende der Untersuchung sowie in allen Tieren 
der Kontrollgruppen keine KHV-DNA in den untersuchten Organproben nachweisen.  
6 Zusammenfassung 
 71  
 
6 Zusammenfassung 
Jenny Steinbrück  
Untersuchung der Koi-Herpesvirus-Infektion bei Nutzkarpfen (Cyprinus carpio 
carpio), Plötzen (Rutilus rutilus), Schleien (Tinca tinca) und Karauschen (Carassius 
carassius) mittels quantitativer real-time PCR.  
Institut für Tierhygiene und Öffentliches Veterinärwesen, Veterinärmedizinische 
Fakultät, Universität Leipzig 
Eingereicht im Februar 2017  
74 Seiten, 23 Abbildungen, 12 Tabellen, 75 Literaturangaben, 6 Anhänge 
Schlüsselwörter: KHV, quantitative real-time PCR 
Einleitung: Infektionen von Nutzkarpfen (Cyprinus carpio carpio) und Koi mit dem 
Koi-Herpesvirus (KHV) sind ein zunehmendes Problem in der Fischereiwirtschaft und 
in der Koi-Hobbyhaltung.  
Ziele der Untersuchungen: In der vorliegenden Dissertation sollte der 
Krankheitsverlauf einer KHV-Infektion untersucht werden sowie der Einfluss den 
Haltungsbedingungen von Nutzkarpfen auf dessen Krankheitsverlauf (KHV-Disease; 
KHVD) haben. Zusätzlich sollte untersucht werden, ob Plötzen (Rutilus rutilus), 
Schleien (Tinca tinca) und Karauschen (Carassius carassius) als potentielle 
Carrierfische, ebenso als empfängliche Spezies eine Rolle spielen können. 
Material und Methoden: Je 36 Fische pro Versuchsgruppe wurden mit dem KHV-I-
Isolat infiziert, klinisch untersucht und molekularbiologisch analysiert. Zu den 
Zeitpunkten: 1. bis 7., 11., 18., 25., 81. und 90. p.i. wurden jeweils drei Tiere jeder 
Versuchsgruppe getötet. Es folgte eine optische Beurteilung der 
Krankheitssymptome und eine molekularbiologische Untersuchung der Viruslast 
mittels quantitativer real-time PCR in den verschiedenen Organen (Leber, Milz, 
Darm, Niere, Kieme, Gehirn). 
Ergebnisse: Plötzen, Schleien und Karauschen zeigten keine nachweisbare 
Empfänglichkeit für eine KHV-Infektion. Die Fische zeigten weder typische KHVD-
Symptome noch ein für Karpfen spezifische Organ-Verteilungsmuster des Virus.  
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Bei den Karpfen zeigten beide Versuchsgruppen eindeutige und teils ausgeprägte 
KHVD-Symptome. Die Infektion manifestierte sich zu Beginn vornehmlich in den 
Kiemen und im späteren Verlauf in den Nieren. Bei den Karpfen traten über den 
gesamten Zeitraum in nahezu allen Organen nachweisbare Erregermengen auf. Eine 
spezifische Organverteilung konnte ebenso wie eine Beteiligung aller untersuchten 
Organe nachgewiesen werden. So engmaschig durchgeführte Untersuchungen von 
infizierten Karpfen, vor allem innerhalb der ersten Woche p.i. und über einen 
Versuchszeitraum von knapp drei Monaten, bilden den Schwerpunkt der Ergebnisse. 
Die beiden Versuchsgruppen der Karpfen zeigten temporär unterschiedliche 
Befallsmuster in den Kiemen und im Gehirn. Die stark erhöhte Viruslast in den 
Kiemen der zweiten Versuchsgruppe (größere, schwerere und kurz adaptierte Tiere) 
zu Beginn der Infektion korrelierte mit der klinischen Symptomatik ausgedehnter 
Kiemenschäden. In der ersten Versuchsgruppe (kleinere, leichtere und länger 
adaptierte Tiere) zeigte das Gehirn eine vergleichsweise große und persistierende 
Viruslast (bis zum 90. Tag p.i.). Trotz des Verteilungsschwerpunktes der Infektion im 
Gehirn traten bei den Tieren der ersten Versuchsgruppe keine zentralnervösen 
Störungen auf. Insgesamt zeigten die Versuchstiere dieser Gruppe im Vergleich zu 
den Tieren der zweiten Gruppe einen milderen Infektionsverlauf. 
Schlussfolgerungen: Die vorliegenden Ergebnisse konnten die These, dass Plötzen, 
Schleien und Karauschen für eine KHV-Infektion empfänglich sind, nicht bestätigen. 
Weitere Untersuchungen mit sensitiveren Nachweismethoden und/oder eine 
Kombination aus verschiedenen sensiblen Nachweismethoden könnten diese 
Befunde sichern. 
Die differente Organverteilung der zwei Karpfengruppen bestätigt den abweichenden 
klinischen Krankheitsverlauf. Schwerpunkt der Ergebnisse bilden dabei die Kiemen 
und das Gehirn der untersuchten Karpfen. Weiterführende Untersuchungen könnten 
diesen Unterschied der Erregerverteilung betrachten und mehr zum Verständnis der 
Erkrankung beitragen. 
Die Haltung und Kondition von Karpfen vor einer Infektion hat einen Einfluss auf die 








Investigation on koi herpesvirus infection in common carp (Cyprinus carpio carpio), 
roach (Rutilus rutilus), tench (Tinca tinca) and crucian carp (Carassius carassius) by 
quantitative real-time PCR. 
Institute of Animal Hygiene and Veterinary Public Health, Faculty of Veterinary 
Medicine, University of Leipzig  
Submitted in February 2017  
74 pages, 23 figures, 12 tables, 75 references, 6 appendices 
Keywords: KHV, quantitative real-time PCR  
Introduction: Infections of common carp (Cyprinus carpio carpio) and koi by the koi 
herpes virus (KHV) is an increasing problem in the fishing industry and for koi 
hobbyists.  
Objectives of investigations: This thesis investigates the course of a KHV infection 
and the influence that housing conditions of carp may have on the course of a 
disease (KHV Disease; KHVD). Additionally, it will be examined whether roach 
(Rutilus rutilus), tench (Tinca tinca) and crucian carp (Carassius carassius), as 
potential carrier fish, could also be ascertained as susceptible species. 
Material and methods: All 36 fish in each group were infected with the KHV-I-isolate, 
examined clinically and molecular biologically analyzed. At the time points 1st to 7th, 
11th, 18th, 25th, 81st and 90th p.i., three animals in each experimental group were 
killed. This was followed by a visual assessment of disease symptoms and a 
molecular biological study of the viral load by quantitative real-time PCR in different 
organs (liver, spleen, intestine, kidney, gill, brain). 
Results: Roach, tench and crucian carp did not show typical KHVD symptoms, nor 
was there a specific organ distribution pattern of the virus for carp.  
The carp of both experimental groups showed significant and partly pronounced 
KHVD symptoms. The infection first manifested mainly in the gills and, in the later 
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stages, in the kidneys. For the entire duration, nearly all organs of the carp contained 
detectable quantities of pathogens. Examinations detected a specific organ 
distribution as well as involvement of all the organs investigated. The main focus of 
the results is based on examinations conducted at close intervals of infected carp, 
especially within the first week p.i. and over a trial period of just under three months. 
Both experimental groups of carp temporarily showed different infection patterns in 
the gills and in the brain. The greatly increased viral load in the gills of the second 
experimental group (larger, heavier and short-adapted animals) at the beginning of 
the infection correlated with the clinical symptoms of extensive gill damage. In the 
first experimental group (smaller, lighter and longer-adapted animals) the brain 
showed a relatively large and persistent viral load (up to the 90th day p.i.). Despite 
the distribution of the infection in the brain, the animals in the first experimental group 
did not suffer from any central nervous disorders. Overall, the animals in this group 
showed a milder course of infection when compared to the animals of the second 
group.  
Conclusions: The results did not confirm the hypothesis that roach, tench and crucian 
carp are susceptible to KHV infection. Further studies with more sensitive detection 
methods and/or a combination of different sensitive detection methods could 
substantiate these findings. 
The different organ distribution in the two experimental groups of carp confirms a 
different clinical course of disease. The results focus on the gills and the brain of the 
examined carp. 
Further studies could confirm this difference in the distribution of the pathogen and 
contribute more to understanding the disease. 
In conclusion, the housing and condition of the fish before they are infected has an 
impact on the pathogen distribution, localization of symptoms and the course of a 
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Trypton 10 g/l, Hefeextrakt 5 g/l, NaCl 
5 g/l 
Trypton 10 g/l, Hefeextrakt 5 g/l, NaCl 
5 g/l, Agar-Agar 15 g/l 
1 ml DEPC in 1 l bidest. Wasser 
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Temperatur und Zeit 
 
10 x Buffer R 
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30 min bei 37°C,  


























Einzelergebnisse der real-time PCR-Infektionsversuch   
                    































































































































































































































































































































































































































































































































Tabelle 27: Kieme Versuchsgruppe 2 - Karpfen II 
Versuchstag 
p.i. 





























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Einzelergebnisse der real-time PCR-Kontrollgruppen  
Tabelle 47: Leber Kontrollgruppe - Karpfen I 










Tabelle 48: Milz Kontrollgruppe - Karpfen I 










Tabelle 49: Darm Kontrollgruppe - Karpfen I 










Tabelle 50: Niere Kontrollgruppe - Karpfen I 














Tabelle 51: Kieme Kontrollgruppe - Karpfen I 










Tabelle 52: Gehirn Kontrollgruppe - Karpfen I 










Tabelle 53: Leber Kontrollgruppe - Karpfen II 










Tabelle 54: Milz Kontrollgruppe - Karpfen II 
















Tabelle 55: Darm Kontrollgruppe - Karpfen II 










Tabelle 56: Niere Kontrollgruppe - Karpfen II 










Tabelle 57: Kieme Kontrollgruppe - Karpfen II 










Tabelle 58: Gehirn Kontrollgruppe - Karpfen II 
















Tabelle 59: Leber Kontrollgruppe - Plötzen 










Tabelle 60: Milz Kontrollgruppe - Plötzen 










Tabelle 61: Darm Kontrollgruppe - Plötzen 










Tabelle 62: Niere Kontrollgruppe - Plötzen 
















Tabelle 63: Kieme Kontrollgruppe - Plötzen 










Tabelle 64: Gehirn Kontrollgruppe - Plötzen 










Tabelle 65: Leber Kontrollgruppe - Schleien 










Tabelle 66: Milz Kontrollgruppe - Schleien 
















Tabelle 67: Darm Kontrollgruppe - Schleien 










Tabelle 68: Niere Kontrollgruppe - Schleien 










Tabelle 69: Kieme Kontrollgruppe - Schleien 










Tabelle 70: Gehirn Kontrollgruppe - Schleien 



















Tabelle 71: Leber Kontrollgruppe - Karauschen 










Tabelle 72: Milz Kontrollgruppe - Karauschen 










Tabelle 73: Darm Kontrollgruppe - Karauschen 










Tabelle 74: Niere Kontrollgruppe - Karauschen 
















Tabelle 75: Kieme Kontrollgruppe - Karauschen 










Tabelle 76: Gehirn Kontrollgruppe - Karauschen 
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